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Les télomères sont des structures nucléoprotéiques formées de séquences 
d’ADN répétées associées à des protéines spécialisées assurant la protection des 
extrémités des chromosomes eucaryotes et leur réplication complète. La télomérase est 
une ribonucléoprotéine catalysant l’ajout de répétitions télomérique pour contrer la 
perte de séquences inhérente à la réplication des extrémités des chromosomes linéaires. 
Plusieurs facteurs jouent des rôles importants dans le maintien de l’intégrité des 
télomères. Le champ d’étude de la biologie des télomères est toujours en expansion, 
étant donné les liens étroits entre les télomères, le cancer et le vieillissement. Les 
travaux présentés dans cette thèse se divisent en trois parties. Les deux premières 
utilisent la levure Saccharomyces cerevisiae pour explorer les liens entre le complexe 
Smc5/6 et le maintien des télomères, ainsi que les mécanismes de terminaison de 
transcription de la composante ARN de la télomérase (Tlcl). La troisième partie est une 
étude épidémiologique préliminaire examinant la taille des télomères de patients atteints 
de polyarthrite rhumatoïde (PR).
Premièrement, les protéines SMC (structural maintenance of chromosomes) 
forment 3 complexes conservés requis pour la transmission des chromosomes lors des 
divisions cellulaires. Le complexe SmcS/ 6  a été impliqué dans la réparation de l’ADN 
et le maintien des télomères. Les rôles des complexes SMC, en particulier Smc5/6, dans 
la biologie des télomères ont donc été investigués. Les résultats montrent que les 
complexes SMC sont importants pour la survie pendant la sénescence en absence de 
télomérase. Les données obtenues pour SmcS/ 6  supportent un modèle dans lequel le 
complexe est requis pour la réplication complète et la réparation adéquate des 
chromosomes. De fréquentes cassures d’ADN au niveau des répétitions télomériques 
sont observées en absence du complexe, illustrant l’importance particulière de Smc5/6 
pour la séparation des régions télomériques.
Deuxièmement, il est établi que l’abondance de la télomérase est critique pour 
l’homéostasie des télomères. Mais le contrôle de l’expression de l’ARN Tlcl est encore 
obscur. L’analyse des séquences en 3' du gène TLC1 révèle des signaux reconnus par les 
2 voies de terminaison de transcription par l’ARN polymérase II. Les résultats indiquent 
que la formation de Tlcl est contrôlée par la voie de terminaison des petits ARNs non- 
codants Nrdl/Nab3. Tlcl existe sous 2 formes, une majeure, non polyadénylée, présente 
dans la télomérase active, et une mineure, polyadénylée, dont le rôle est inconnu. Les 
données montrent que la synthèse et la fonction de l’ARN Tlcl mature ne nécessitent 
pas la forme polyA+ comme précurseur. La terminaison dépendante de la 
polyadénylation pourrait être un mécanisme de sûreté pour arrêter la transcription.
Troisièmement, plusieurs maladies sont associées à des défauts dans le maintien 
des télomères. La PR est une maladie auto-immune causant une inflammation chronique 
et une destruction graduelle des articulations. Des études suggèrent que les lymphocytes 
de patients atteints de PR auraient des télomères anormalement courts. Ensuite, des 
marqueurs pronostiques fiables identifiant les patients qui développeront une arthrite 
persistante et sévère font actuellement défaut, mais seraient utiles afin d’élaborer des 
traitements plus efficaces. Une étude épidémiologique a donc été amorcée pour analyser 
l’érosion des télomères des lymphocytes dans une cohorte de patients avec arthrite 
débutante et évaluer de potentielles corrélations avec la progression et la sévérité de la 
maladie. Les résultats préliminaires obtenus par 3 techniques de mesure de la taille des 
télomères (TRF, STELA et qPCR) sont incomplets, mais semblent indiquer un défaut 
dans le maintien des télomères chez les patients. Les observations illustrent aussi les 
limites des études épidémiologiques longitudinales analysant la taille des télomères.
Mots-clés: Télomères, Télomérase, Réplication, Transcription, Smc5, Nrdl, Tlcl, 
Polyarthrite rhumatoïde
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La nature particulière des extrémités des chromosomes eucaryotes a été mise en 
évidence vers la fm des aimées 1930 par les travaux d’Hermann Muller et de Barbara 
McClintock (Muller, 1938; McClintock, 1939). Utilisant respectivement la mouche à 
fruit Drosophila melanogaster et le maïs Zea mays comme organismes modèles, Muller 
et McClintock ont observé que les fins naturelles des chromosomes avaient des 
propriétés différentes des bouts générés par des cassures à l’intérieur des chromosomes. 
Contrairement aux extrémités naturelles, les chromosomes brisés étaient très réactifs et 
fusionnaient fréquemment entre eux pour éventuellement provoquer des réarrangements 
chromosomiques néfastes pour la cellule. En se basant sur ces observations, ces deux 
pionniers ont proposé que les chromosomes possèdent des structures terminales 
spéciales nécessaires à la stabilité du génome (Muller, 1938; McClintock, 1939). Muller 
nomma ces extrémités protectrices : télomères, du grec « telos » (fin) et « meros » 
(partie). Les télomères ont donc été essentiellement définis comme étant des structures 
terminales distinctes requises pour la protection et la stabilité des extrémités des 
chromosomes eucaryotes linéaires. Mais il ne s’agissait évidemment que des premiers 
balbutiements de la recherche sur la biologie des télomères puisque la structure même 
de l’ADN n’a été découverte qu’au début des années 1950. Les observations de Muller 
et McClintock jetaient tout de même les bases d’un champ d’étude qui culminera en 
2009 avec l’attribution du Prix Nobel de Médecine à Elizabeth Blackburn, Carol 
Greider, et Jack Szostak pour leurs travaux sur la protection des chromosomes par les 
télomères et pour la découverte de la télomérase. Aujourd’hui, les télomères sont définis 
comme des structures nucléoprotéiques composées de séquences d’ADN répétées 
associées à des protéines spécialisées nécessaires à la protection des extrémités des 
chromosomes et à leur réplication complète. Les recherches présentées ici se 




L’organisation structurale de l’ADN des extrémités chromosomiques
Chez la plupart des eucaryotes étudiés à ce jour, les extrémités naturelles des 
chromosomes sont organisées en deux domaines distincts : une portion télomérique et 
une portion sous-télomérique (Figure 1). La région télomérique ne code pour aucune 
protéine et est constituée de courtes séquences d’ADN répétées en tandem. La première 
séquence d’un télomère a été caractérisée chez le cilié Tetrahymena thermophila 
(Blackburn et Gall, 1978), mais depuis, les séquences télomériques d’une grande variété 
organismes ont été dévoilés (Tableau 1). Chez l’humain et chez tous les vertébrés, les 
télomères consistent en des répétitions régulières de l’hexanucléotide TTAGGG 
(T2AG3). L’ADN télomérique de la levure Saccharomyces cerevisiae est plutôt 
composé de répétitions irrégulières, dont le consensus est (TG)o-6TGGGTGTG(G)o-i, et 
communément abrégé TG1.3 (Shampay et a l, 1984; Walmsley et al., 1984; Forstemann 
et Lingner, 2001). Mais bien que les séquences soient différentes d’un organisme à 
l’autre, elles partagent quelques caractéristiques. Les répétitions d’ADN sont riches en 
guanines (G) et polarisées, de sorte que ce soit toujours le brin d’orientation 5-3' qui est 
G-riche. De plus, l’ADN télomérique se présente principalement sous forme double- 
brin, mais une extension du brin riche en G est observée à l’extrémité 3' des télomères.
Organisme Séquence Taille Références
Ciliés
Oxytricha nova T4G4 2 0  pb (Klobutcher et al., 1981)
Tetrahymena thermophila t 2g 4 120-420 pb (Blackburn et Gall, 1978)
Levures
Saccharomyces cerevisiae TGm 225-375 pb (Shampay et ai, 1984; 
Walmsley et al, 1984)
Schizosaccharomyces pombe T2AC(A)G2.s ~ 300 pb (Sugawara et Szostak, 1986)
Nématode
Caenorhabditis elegans t 2a g 2c 4-9 kpb (Cangiano et La Volpe, 1993; 
Wiclcy et al., 1996)
Plante
Arabidopsis thaliana T3AG3 2-9 kpb (Richards et Ausubel, 1988; 
Shakirov et Shippen, 2004)
Vertébrés
Mus musculus t 2a g 3 20-150 kpb (Kipling et Cooke, 1990)
Gallus domesticus t 2a g 3 10 kpb-2 Mpb (Delany et al., 2000)
Homo sapiens t 2a g 3 0,5-20 kpb (Moyzis et al., 1988; de Lange et 
al., 1990; Baird et al., 2003)
Tableau 1. Séquence et taille des télomères chez différents organismes.
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Toutefois, le nombre de répétitions télomériques varie énormément d’une espèce 
à l’autre, ce qui fait en sorte que la taille des télomères peut s’étendre de 2 0  pb chez le 
cilié Oxytricha nova, à 20-150 kpb chez la souris Mus musculus, et peut même aller 
jusqu’à 2 Mpb chez le poulet Gallus domesticus (Klobutcher et a l, 1981; Kipling et 
Cooke, 1990; Delany et a l, 2000). La taille moyenne des télomères de la levure S. 
cerevisiae est de 300 ± 75 pb, tandis que chez l’humain, la taille est très variable et peut 
s’étendre de 0,5 à 20 kpb (Shampay et a l, 1984; de Lange et a l, 1990; Baird et a l, 
2003). Le Tableau 1 présente l’étendue des tailles des télomères observées chez 
différents organismes. L’extension simple-brin G-riche est également de longueur 
variable, de 12-16 nt chez les ciliés (Klobutcher et a l, 1981) et de 12-400 nt chez 
l’humain (Makarov et a l, 1997; McElligott et Wellinger, 1997; Wright et a l, 1997; 
Zhao et al., 2008). Chez S. cerevisiae, cette extension est plutôt courte (12-15 nt) 
pendant la majeure partie du cycle cellulaire, mais peut atteindre 30-100 nt pendant une 
brève période en fin de phase S (Wellinger et al., 1993; Wellinger et al., 1993; Larrivee 
etal., 2004).
Chez la plupart des organismes, les extrémités des chromosomes présentent 
également des régions sous-télomériques, juxtaposées aux séquences télomériques, qui 
sont composées d’éléments répétés nommés TAS (telomere associated sequences) 
(Figure 1). Les éléments TAS sont très dynamiques et leurs séquences diffèrent 
considérablement, tant entre les espèces qu’à l’intérieur d’une même espèce, mais 
peuvent généralement s’étendre sur plusieurs kpb en direction du centromère.
Deux classes d’éléments TAS sont retrouvés chez S. cerevisiae, soit les éléments 
X et Y'. L’élément Y' se retrouve sur un peu plus de la moitié des télomères en 1 -  4 
copies en tandem, tandis que l’élément X est présent sur tous les télomères (Chan et 
Tye, 1983a). Il existe donc deux types d’extrémités chromosomiques chez S. 
cerevisiae : les télomères X et les télomères XY'. L’élément Y' est toujours positionné 
entre l’élément X et la fin du chromosome. Quelques répétitions télomériques TG1.3 
peuvent également être présentes aux jonctions X-Y' et Y1-Y' (Walmsley et al., 1984) 
(Figure 1A). L’élément Y' se présente sous deux formes se distinguant par diverses 
insertions et délétions de séquences : la forme longue (6,7 kpb) et la forme courte (5,2 
kpb) (Chan et Tye, 1983a; Chan et Tye, 1983b; Louis et Haber, 1992). L’élément X, 
dont la taille est comprise entre 0,5 kpb et 3,75 kpb, est beaucoup plus hétérogène que 
l’élément Y1 et se compose du noyau X, d’environ 475 pb, associé à différentes 
séquences de taille variable.
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Figure 1. Organisation de l’ADN formant les extrémités chromosomiques chez la 
levure S. cerevisiae et chez l’humain. Le bout des chromosomes eucaryotes est 
composé de régions télomériques et sous-télomériques. La partie télomérique est formée 
de courtes séquences d’ADN répétées (barres bleues) et est prolongée d’une extension 3' 
simple-brin (ligne pointillée bleue). Les régions sous-télomériques sont de nature et de 
tailles très variables. A) L’élément X, comprenant le noyau X conservé, se retrouve 
centromère-proximal sur tous les télomères. L’élément Y', dans sa forme courte ou 
longue, est présent en 1-4 copies sur environ la moitié des télomères. Les éléments X et 
Y' contiennent des origines de réplication ARS (autonomously replicating sequence) et 
sont séparés de quelques répétitions télomériques. L’étendue des tailles observées pour 
chaque région est indiquée. La taille des téloméres est estimée grâce à la digestion de 
l’ADN génomique par l’endonucléase Xhol (ciseaux), qui libère des fragments terminaux 
de restriction (TRF). B) La digestion de l’ADN génomique humain avec des enzymes de 
restriction coupant fréquemment dans le génome (ciseaux) libère des fragments 
terminaux comprenant une région sous-télomérique (barre verte), la région contenant des 
répétitions télomériques variantes (barres rouges) et les répétitions télomériques 
TTAGGG canoniques (barres bleues). L’étendue des tailles observées pour chaque 
région est indiquée. La taille observée pour la région sous-télomérique dépend du choix 
des enzymes de restriction et des positions des sites de coupures, qui peuvent varier entre 
les chromosomes et entre les individus. De plus, le nombre de répétitions télomériques et 
la taille de l’extension simple-brin varient aussi entre les chromosomes, les cellules et les 
individus. Les schémas ne sont pas à l’échelle. Modifié de (Aubert et a l, 2012).
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Les deux éléments contiennent chacun un ARS (autonomously replicating 
sequence) pouvant servir d’origine de réplication. L’élément Y' contient aussi un gène 
codant pour une hélicase (Yamada et a l, 1998). La présence d’un site unique reconnu 
par l’endonucléase Xhol dans l’élément Y1 permet d’estimer la taille des télomères. 
Ainsi, la digestion de l’ADN génomique par l’endonucléase Xhol libère des fragments 
terminaux de restriction (TRF) d’environ 1,2 kpb pour une souche sauvage (Figure 1 A).
Chez l’humain, les régions sous-télomériques sont souvent séparées des 
répétitions télomériques T2AG3 par une région de répétitions télomériques variantes 
(Figure 1B). Cette région, d’une taille pouvant aller jusqu’à 1 kpb, est composée d’un 
amalgame de répétitions canoniques et de répétitions variantes comme TTGGGG, 
TGAGGG ou TCAGGG (Allshire et al., 1989; Baird et a l, 1995). La région sous- 
télomérique proprement dite est constituée d’une série d’éléments répétés divers, 
incluant des séquences codant pour des gènes, formant une mosaïque pouvant s’étendre 
jusqu’à 300 kpb à l’intérieur du chromosome. La distribution et le nombre de copies de 
ces blocs de séquences diffèrent grandement d’un télomère à un autre (Brown et al, 
1990; de Lange et a l, 1990; Mefford et Trask, 2002). Conséquemment, la position d’un 
site reconnu par un enzyme de restriction donné au niveau de la région sous-télomérique 
est très variable et complique l’estimation de la taille des télomères (Figure 1B).
Les régions sous-télomériques ne semblent pas être essentielles à la réplication 
et à la ségrégation des chromosomes, et leurs rôles au niveau de la structure et de la 
fonction des télomères restent obscurs.
La fonction de protection des extrémités
Une cassure d’ADN double-brin est sans contredit la lésion la plus 
dommageable qu’un génome puisse subir. McClintock observa les conséquences 
dramatiques que peuvent avoir ces lésions au niveau de la stabilité des chromosomes. 
La fusion entre deux extrémités cassées peut générer un chromosome dicentrique, qui, 
lors des divisions cellulaires, entre dans un cycle de cassure/fusion/pontage 
(breakage/fusion/bridge ou B/F/B) souvent fatal à la cellule. L’extrémité naturelle d’un 
chromosome constitue essentiellement une cassure d’ADN double-brin pouvant elle 
aussi être sujette à des activités de dégradation et des réactions de fusion. Un télomère 
non-protégé est donc reconnu par la cellule comme étant une cassure d’ADN double- 
brin, ce qui active des points de contrôles, cause un arrêt du cycle cellulaire et enclenche
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des mécanismes de réparation des dommages à l’ADN (Dewar et Lydall, 2012). Chez la 
levure, les deux voies de signalisation activées par une cassure d’ADN double-brin sont 
contrôlées par les kinases Tell et Mecl (Rouse et Jackson, 2002; Harrison et Haber, 
2006; Finn et al., 2012). Les homologues humains sont ATM (ataxia telangiectasia 
mutated) et ATR (ataxia telangiectasia and Rad3 related). La voie dépendante de 
Tell/ATM est directement activée par les extrémités brisées, tandis que Mecl/ATR est 
activée par l’ADN simple-brin formé suite à la résection de la cassure par des nucléases 
(Zou et Elledge, 2003; Jazayeri et al., 2006). Les cassures d’ADN sont principalement 
réparées par recombinaison homologue ou par ligation d’extrémités non-homologues 
(non-homologous end joining, ou NHEJ) (Krogh et Symington, 2004; Daley et al., 
2005; Hefferin et Tomkinson, 2005; Lisby et Rothstein, 2009; Symington et Gautier, 
2011). Les télomères ont donc comme fonction principale de protéger et masquer les 
extrémités des chromosomes contre toutes ces activités délétères et cette fonction de 
protection est assurée par la présence des nombreuses protéines télomériques 
spécialisées (Figure 2). Le complexe nucléoprotéique servant de capuchon protecteur 




Arrêt du cycle cellulaire 
Résection 
Tell /ATM
Mec1 / ATR 
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Figure 2. Fonction de protection des extrémités. Les nombreuses protéines (nuage 
gris) associées aux répétitions télomériques (barres bleues) assument la fonction de 
protection des extrémités des chromosomes. Ce capuchon télomérique bloque 
l’activation des points de contrôle du cycle cellulaire et inhibe les voies de réparation 
des dommages à l’ADN.
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Notons que les organismes maintenant des chromosomes linéaires ne partagent 
pas tous les mêmes structures terminales. La mouche à fruit étudiée par Muller utilise 
des éléments transposables (Pardue et al., 2005) et certaines bactéries et virus utilisent 
des structures fermées en épingle à cheveux (Kobryn et Chaconas, 2001). Cependant, 
tous ont en commun cette fonction essentielle de protection des extrémités des 
chromosomes.
La chromatine télomérique
La plus grande partie du duplex d’ADN aux extrémités des chromosomes adopte 
une structure nucléosomale. Les régions sous-télomériques de la levure et de l’humain 
sont organisées en nucléosomes, mais ces deux organismes se distinguent toutefois par 
la nature de la chromatine associée aux répétitions télomériques (Figure 3). Chez S. 
cerevisiae, les répétitions télomériques sont dépourvues d’histones; les protéines 
spécialisées associées aux télomères étant plutôt organisées en une chromatine non- 
nucléosomale particulière (Wright et al., 1992). L’ADN télomérique humain est 
principalement agencé en nucléosomes (Tommerup et al., 1994; Lejnine et al., 1995), 
mais il reste à déterminer si la partie la plus extrême des télomères est entièrement non- 
nucléosomale, ou s’il y a une compétition avec les protéines télomériques spécialisées 
(Pisano et al., 2008).
Les histones formant les nucléosomes des régions télomériques et sous- 
télomériques portent des marques caractéristiques de l’hétérochromatine. Il a longtemps 
été assumé que la structure compacte de l’hétérochromatine télomérique ne permettait 
pas la transcription. En effet, le positionnement d’un gène à proximité des télomères de 
levures inhibe sa transcription (Gottschling et a l, 1990). Cette répression 
transcriptionnelle, communément appelée TPE (telomere position effect), a également 
été observée dans les cellules humaines (Bain et al., 2001). Le niveau de répression 
n’est cependant pas uniforme d’un télomère à un autre et au sein d’un même télomère. 
Chez la levure, les éléments Y' seraient organisés en chromatine moins réprimée que les 
éléments X (Pryde et Louis, 1999; Zhu et Gustafsson, 2009). De plus, des ARNs 
transcrits contenant des répétitions télomériques ont été récemment décrit à la fois chez 
l’homme et chez la levure (Azzalin et al., 2007; Luke et al., 2008). Ces ARNs non- 
codants, nommés TERRA (telomeric repeat-containing RNA), ont été impliqués dans 
des processus variés (réparation de dommages à l’ADN, inhibition de la télomérase,
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formation de l’hétérochromatine), mais leur fonction exacte n’est pas encore tout à fait 
claire.
Des évidences chez plusieurs organismes montrent que la chromatine 
télomérique peut adopter une structure d’un ordre supérieur. Chez les mammifères, le 
télomère forme une structure en boucle nommée T-loop, ou l’extension simple-brin G- 
riche à l’extrémité du télomère envahit le duplex d’ADN (Griffith et al., 1999) (Figure 
3B). Cette boucle pourrait contribuer à la protection du télomère en masquant 
l’extrémité du chromosome. Chez la levure, le repliement du télomère serait plutôt 
dépendant d’interactions protéine-protéine puisque l’extension simple-brin n’est 
probablement pas assez longue pour permettre la formation d’un T-loop (Strahl- 
Bolsinger et al., 1997; de Bruin et al., 2001) (Figure 3 A).
Les protéines télomériques
Les protéines télomériques peuvent lier l’ADN directement, soit au niveau du 
duplex d’ADN, ou au niveau de l’extension simple-brin, ou indirectement, via 
interaction protéique. Chez S. cerevisiae, les répétitions d’ADN télomérique double- 
brin sont liées spécifiquement par la protéine Rapl (repressor activator protein 1) 
(Figure 3A). RAP] est un gène essentiel identifié initialement comme codant pour un 
facteur de transcription (Shore et Nasmyth, 1987). Elle est une protéine nucléaire 
abondante dont seulement un faible pourcentage se retrouve associé aux extrémités des 
chromosomes. Les télomères contiennent des séquences de haute affinité pour la liaison 
de Rapl, de sorte qu’on retrouve une molécule de Rapl pour environ 20 pb de 
séquences télomériques (Longtine et al., 1989; Gilson et al., 1993). Rapl est la protéine 
structurale majeure de la chromatine télomérique et est au cœur de l’homéostasie des 
télomères puisqu’elle est impliquée à la fois dans la protection, dans la régulation de la 
taille et dans le TPE. Plusieurs protéines assistent Rapl dans ces fonctions en étant 
recrutées aux télomères via une interaction avec le domaine C-terminal de Rapl : les 
protéines Rifl et Rif2 (Rapl interacting factor), ainsi que les protéines Sir3 et Sir4 
(silent information regulator) (Hardy et a l, 1992; Moretti et al., 1994; Strahl-Bolsinger 
et a l, 1997; Wotton et Shore, 1997). Rapl, en association avec Rifl et Rif2, participe à 
la formation d’un capuchon télomérique en empêchant les fusions des télomères entre 
eux et en limitant la résection (Marcand et a l, 2008; Bonetti et al., 2010; Vodenicharov 
etal., 2010).
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Figure 3. Structure nucléoprotéique des télomères chez la levure et l’humain. Le
duplex d’ADN aux bouts des chromosomes est surtout agencé en nucléosomes. Le 
télosome (ou shelterin) est le complexe nucléoprotéique protégeant la partie terminale. 
Les régions sous-télomériques sont nucléosomales, mais la chromatine télomérique 
diffère de la levure à l’humain. A) Les répétitions télomériques de levure sont 
dépourvues d’histones. Des protéines spécialisées (Rifl/2, Sir2/3/4) sont organisées 
autour de la protéine centrale Rapl pour former une chromatine non-nucléosomale. Le 
repliement du télomère dépend d’interactions protéiques (pointillé). Cdcl3 lie 
l’extension 3' simple-brin (sb) et forme le complexe CST avec Stnl et Tenl. Le 
complexe YKu70/80 lie l’extrémité du duplex d’ADN télomérique et peut aussi se 
trouver à l’interne. Le complexe shelterin humain est formé de TRF1, TRF2, TIN2, 
TPP1, RAP1 et POT1. TRF1 et TRF2 lient directement les télomères sur la portion 
double-brin (db), et POT1 se retrouve liée à la portion sb. TPP1, TIN2 et RAP1 sont 
associées aux télomères indirectement par interaction protéiques. TPP1 et TIN2 font le 
pont entre les portions db et sb. L’extension sb envahit le duplex d’ADN pour former 
une structure en boucle (T-loop). Dans ce modèle, le T-loop inclus des nucléosomes et 
des sous-complexes de shelterin. Modifié de (Pisano et al., 2008).
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De plus, l’association Rapl/Rifl/Ri£2 est critique pour la régulation de la 
longueur des télomères, puisque des levures portant des allèles mutants de RAP1, ou des 
délétions des gènes RIF1 ou RIF2, présentent des télomères anormalement longs 
(Conrad et a l, 1990; Lustig et al., 1990; Hardy et a l, 1992; Kyrion et al., 1992; Wotton 
et Shore, 1997). Ces observations ont inspiré le modèle selon lequel un mécanisme de 
comptage du nombre de protéines Rapl/Rifl/Rif2 liées aux répétitions télomériques 
déterminerait la taille des télomères (Marcand et al., 1997; Levy et Blackburn, 2004). 
Ainsi, dépendant de la quantité de protéines associées, la structure de la chromatine 
télomérique serait plus ou moins réfiractaire à l’ajout de séquences par la télomérase.
La fonction de Rapl dans la répression transcriptionnelle aux télomères dépend 
de son interaction avec les protéines Sir3 et Sir4 (Moretti et al., 1994). La protéine Sir4 
recrute lTiistone déacétylase Sir2 pour compléter le complexe de répression Sir 
(Aparicio et a l, 1991; Strahl-Bolsinger et a l, 1997; Imai et al., 2000). La chromatine 
répressive s’étend des répétitions télomériques aux nucléosomes sous-télomériques 
adjacents grâce à l’interaction entre Sir3/Sir4 et les histones H3 et H4 (Hecht et a l, 
1995; Strahl-Bolsinger et a l, 1997; Suka et al., 2002). L’action répressive des protéines 
Sir est aussi présente aux locus HML et HMR du type sexuel et n’est donc pas restreinte 
aux télomères. Finalement, la protéine Sir4 participe aussi à la localisation des 
télomères à la périphérie du noyau (Hediger et a l, 2002).
Les protéines YKu70 et YKu80 forment un autre complexe pouvant lier 
directement l’ADN télomérique de la levure (Gravel et a l, 1998). L’hétérodimère 
YKu70/YKu80 forme une structure en anneau ayant la capacité de lier les extrémités 
d’ADN, indépendamment de la séquence, et de glisser le long du duplex d’ADN. Le 
complexe YKu joue un rôle majeur au niveau du maintien des télomères. La délétion de 
l’une ou l’autre des sous-unités résulte en un raccourcissement marqué des télomères, 
en l’apparition de longues extensions G-riches persistant tout au long du cycle cellulaire 
et en une augmentation de la recombinaison entre télomères (Boulton et Jackson, 1996; 
Porter et al., 1996; Gravel et a l, 1998; Polotnianka et a l, 1998). La fonction de 
protection attribuée aux protéines YKu70/YKu80 est particulièrement importante dans 
la phase G1 du cycle cellulaire (Bonetti et a l, 2010; Vodenicharov et al., 2010). Le 
complexe YKu participe également au TPE, possiblement en recrutant le complexe Sir 
via une interaction avec la protéine Sir4 (Tsukamoto et a l, 1997; Boulton et Jackson, 
1998; Martin et al., 1999; Roy et al., 2004). Plusieurs autres aspects de la biologie des 
télomères dépendent du bon fonctionnement du complexe YKu : la localisation de la
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télomérase au noyau et aux télomères, le positionnement des télomères à la périphérie 
du noyau et la réplication des télomères au moment approprié (Peterson et al., 2001; 
Cosgrove et al., 2002; Hediger et al., 2002; Stellwagen et a l, 2003; Fisher et al., 2004; 
Hediger et al., 2006; Gallardo et al., 2008). La fonction de YKu n’est cependant pas 
limitée aux télomères, puisqu’il est aussi localisé aux cassures d’ADN double-brin, où il 
est requis pour la réparation par NHEJ (Boulton et Jackson, 1996; Milne et al., 1996).
Au même titre que la portion double-brin, l’extension simple-brin des télomères 
est également liée par des protéines spécialisées. Toujours chez la levure S. cerevisiae, 
la protéine Cdcl3 est localisée aux télomères par une liaison spécifique à l’extrémité 3' 
simple-brin TG1.3 (Lin et Zakian, 1996; Nugent et al., 1996; Boums et a l, 1998; 
Taggart et al., 2002). CDC13 est un gène essentiel, mais l’étude de mutants, 
principalement l’allèle thermosensible cdcl3-l, a révélé un rôle primordial dans le 
contrôle de l’extension G-riche et dans la protection des télomères (Garvik et a l, 1995). 
En effet, l’incubation des levures portant l’allèle cdcl3-l à température élevée provoque 
une dégradation rapide et importante du brin télomérique C-riche. Cette résection 
extensive entraine une activation du point de contrôle dépendant de RAD9 et un arrêt du 
cycle cellulaire à la frontière entre les phases G2 et M (Weinert et Hartwell, 1993; 
Garvik et al., 1995). Le capuchon télomérique protecteur est complété par l’association 
de Cdcl3 avec ses partenaires Stnl et Tenl, pour former le complexe CST (Grandin et 
al, 1997; Grandin et a l, 2001; Gao et a l, 2007). Stnl et Tenl sont des protéines 
essentielles ayant aussi la possibilité d’interagir directement avec l’extension simple- 
brin et de protéger les télomères indépendamment de Cdcl3 (Petreaca et a l, 2006; Gao 
et al., 2007; Petreaca et al., 2007). La fonction de protection des télomères du complexe 
CST, contrairement au complexe YKu, est limitée à la fin de la phase S et en G2/M 
(Vodenicharov et Wellinger, 2006; Vodenicharov et al., 2010). De plus, des interactions 
entre Cdcl3 et Stnl et des sous-unités de la machinerie de réplication du brin retardé 
suggèrent une implication du complexe CST dans la réplication conventionnelle des 
télomères (Qi et Zakian, 2000; Chandra et al., 2001; Grossi et al., 2004). En plus de sa 
fonction essentielle dans la protection des télomères, Cdcl3 est aussi impliquée dans le 
recrutement de la télomérase (Nugent et al., 1996; Evans et Lundblad, 1999) (voir plus 
loin).
Chez l’humain, la protection des extrémités chromosomiques est assurée par le 
complexe shelterin, comprenant six protéines : TRF1, TRF2, RAP1, TIN2, TPP1 et 
POT1 (Figure 3B). Les protéines TRF1 et TRF2 (TTAGGG Repeat Factor) sont
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spécifiquement liées au duplex d’ADN télomérique sous forme d’homodimères (Zhong 
et a l, 1992; Chong et al., 1995; Bianchi et a l, 1997; Bilaud et a l, 1997; Yoshimura et 
al, 2004). L’homologue humain du Rapl de la levure ne lie pas directement l’ADN 
télomérique, mais est plutôt ancré aux télomères via une interaction avec TRF2 (Li et 
al, 2000). De la même façon, la protéine TIN2 (TRF 1-interacting factor) est 
indirectement recrutée aux répétitions télomériques par liaison à TRF1 et TRF2, et ferait 
le pont entre ces deux protéines (Kim et a l, 1999; Ye et a l, 2004). Les mammifères 
possèdent également une protéine liant spécifiquement l’extension d’ADN télomérique 
simple-brin, nommée POT1 (protection of telomeres) (Baumann et Cech, 2001; Loayza 
et a l, 2004). La dernière sous-unité, TPP1 (TIN2-POT1 organizing protein), est reliée 
au complexe shelterin grâce à des associations avec TIN2 et POT1 (Liu et al, 2004; Ye 
et a l, 2004). Les protéines TIN2 et TPP1 font donc le lien entre les composantes du 
complexe shelterin liées aux portions double-brin et simple-brin des télomères. Des 
sous-complexes de shelterin dépourvus de TRF1 ou TRF2 ont été observés, mais leur 
fonction spécifique reste inconnue (Ye et a l, 2004; Takai et a l, 2010; Choi et al, 
2011).
Tout comme la protéine Rapl chez la levure, les protéines TRF1 et TRF2 sont 
impliquées dans la régulation de la taille des télomères et la protection contre les fusions 
bout-à-bout (van Steensel et de Lange, 1997; van Steensel et a l, 1998; Smogorzewska 
et a l, 2000). TRF1 et TRF2 sont considérées comme des régulateurs négatifs de la taille 
des télomères puisque la surexpression des gènes TRF1 ou TRF2 produit un 
raccourcissement des télomères et que l’expression d’allèles mutants de ces gènes 
augmente la longueur des télomères (van Steensel et de Lange, 1997; Smogorzewska et 
al, 2000). La présence de TRF2 aux télomères bloque l’activation de la voie de la 
kinase ATM et POT1 inhibe la voie dépendante de ATR (Karlseder et a l, 1999; Denchi 
et de Lange, 2007). TRF2 et POT1 sont également impliquées dans l’inhibition de la 
recombinaison homologue et de la NHEJ aux télomères (Wang et a l, 2004; Celli et de 
Lange, 2005; Celli et a l, 2006; Wu et a l, 2006; Konishi et de Lange, 2008). Au niveau 
structurel, TRF1 et TRF2 faciliteraient le repliement du télomère sous forme de T-loop 
et stabiliseraient l’invasion de l’extension dans le duplex d’ADN (Stansel et a l, 2001; 
Amiard et a l, 2007). Finalement, TIN2 stabilise la liaison de POT1/TPP1 à l’extension 
simple-brin (Takai et a l, 2011) et TPP1 joue un rôle dans le recrutement de la 
télomérase (Xin et a l, 2007; Zhong et a l, 2012).
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En plus des composantes du complexe shelterin, plusieurs autres facteurs sont 
associés plus ou moins transitoirement aux télomères humains. Notons le complexe 
Ku70/Ku86, qui contrairement au complexe YKu de la levure, ne lie pas directement 
l’ADN télomérique, mais est associé aux télomères via une interaction avec TRF1 et 
TRF2 (Hsu et al., 2000; Song et al., 2000). Ku70/Ku86 est impliqué dans la protection 
des télomères, l’inhibition de la recombinaison homologue et le maintien des télomères 
(Jaco et al., 2004; Celli et al., 2006). Mentionnons finalement le complexe CST, 
initialement découvert chez la levure, qui est maintenant décrit chez plusieurs 
organismes, dont l’humain. Le complexe CST, comprenant les protéines CTC1, STN1 
et TEN1, est localisé aux télomères où il participe à la protection des télomères (Miyake 
et a l, 2009; Surovtseva et a l, 2009). Récemment, des fonctions additionnelles on été 
attribuées à l’hétérotrimère CST : faciliter la réplication conventionnelle du duplex 
télomérique et mettre un terme à l’allongement des télomères par la télomérase (Chen et 
al., 2012; Gu et a l, 2012; Stewart et al., 2012).
La réplication des télomères
La duplication du génome est accomplie grâce à l’initiation qui survient à 
plusieurs origines de réplication. Les fourches de réplication progressent généralement 
de façon bidirectionnelle. À chaque origine activée, les deux fourches de réplication 
progressent dans des directions opposées et sont précédées par des hélicases qui 
déroulent le duplex d’ADN parental. La réplication des chromosomes eucaryotes est 
hautement contrôlée et limitée à la phase S du cycle cellulaire. Les extrémités des 
chromosomes, incluant le duplex d’ADN télomérique, sont répliquées par cette 
machinerie de réplication semi-conservative conventionnelle. Chez la levure S. 
cerevisiae, la réplication des télomères est assurée principalement par l’activation 
d’origines de réplication présentes dans les régions sous-télomériques, et s’effectue en 
toute fin de phase S (McCarroll et Fangman, 1988; Wellinger et a l, 1993; Raghuraman 
et a l, 2001). Plusieurs facteurs pourraient collaborer pour réguler l’initiation tardive des 
ARS responsables de la réplication des télomères. Le complexe Sir, et plus 
spécialement le complexe YKu, semblent être impliqué dans cette coordination 
(Stevenson et Gottschling, 1999; Cosgrove et al., 2002; Lian et a l, 2011). Le contrôle 
de l’initiation n’apparait pas nécessairement dépendant du positionnement 
intranucléaire des télomères, de l’hétérochromatine télomérique ou du TPE (Stevenson
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et Gottschling, 1999; Cosgrove et a l, 2002; Hiraga et a l, 2006). L’effet serait toutefois 
dépendant de la taille des télomères; les télomères plus courts étant répliqués plus tôt 
que les télomères de longueur normale (Bianchi et Shore, 2007; Lian et al., 2011). En ce 
sens, la protéine Rifl, impliquée dans le contrôle de la taille des télomères, est aussi 
nécessaire à l’activation tardive des ARS à proximité des télomères (Lian et a l, 2011).
Contrairement à ce qui est observé chez la levure, les télomères humains ne sont 
pas tous répliqués en fin de phase S, certains étant répliqués au début ou au milieu de la 
phase S (Amoult et a l, 2010). Les répétitions télomériques humaines sont 
majoritairement répliquées par des réplisomes provenant des régions sous-télomériques, 
mais la distance parcourue est très variable d’un chromosome à un autre, pouvant aller 
de quelques kpb à plus de 1 0 0  kpb, et en de rares occasions, la réplication peut s’initier 
au sein même des répétitions télomériques (Drosopoulos et a l, 2012).
La réplication des séquences télomériques présente un réel défi puisque 
plusieurs particularités des télomères peuvent physiquement compliquer la tâche de la 
machinerie de réplication (Gilson et Geli, 2007; Mirkin et Mirkin, 2007) (Figure 4). 
Tout d’abord, la nature même de la séquence cause problème. Le duplex d’ADN 
télomérique est riche en G/C, ce qui lui confère naturellement une grande stabilité 
thermique. Cette haute concentration en guanines pourrait aussi permettre la formation 
de structures secondaires stables, comme des quadruplexes de G, ou G4 (Maizels, 2006; 
Mirkin et Mirkin, 2007; Lipps et Rhodes, 2009; Lopes et a l, 2011; Paeschke et al, 
2011). La compaction de l’hétérochromatine, la présence de complexes ADN-protéine 
fortement liés, la formation de structures d’ordre supérieur, comme le repliement du 
télomère et l’organisation en T-loop, pourraient aussi freiner la progression des fourches 
de réplication (Gilson et Geli, 2007; Mirkin et Mirkin, 2007; Azvolinsky et al., 2009; 
Anand et a l, 2012) (Figure 4). Compte tenu de ces nombreux obstacles potentiels, il 
n’est pas surprenant d’observer que les fourches de réplication peuvent effectivement 
ralentir, pauser ou arrêter naturellement aux télomères chez la levure et chez les 
mammifères (Ivessa et al., 2002; Makovets et al., 2004; Miller et al., 2006; Verdun et 
Karlseder, 2006; Sfeir et al., 2009; Anand et al., 2012). La présence de dommages dans 
le duplex d’ADN parental, qu’ils soient d’origine exogène ou endogène, peut également 
interférer avec la progression des fourches de réplication.
D’autres caractéristiques spécifiques aux télomères compliquent la tâche de la 
machinerie de réplication. Ailleurs dans le génome, la portion d’ADN non répliquée en 
avant d’une fourche de réplication bloquée pourra éventuellement être répliquée par une
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Figure 4. Difficultés reliées à la réplication conventionnelle des extrémités des 
chromosomes. 1. Réplication unidirectionnelle à partir des régions sous-télomériques.
2. Structure condensée de l’hétérochromatine. 3. ADN télomérique riche en G/C. 4. 
Formation de structures secondaires stables (quadruplexes de G). 5. ADN endommagé. 
6 . Présence de complexes ADN-protéine fortement liés 7. Repliement du télomère et T- 
loop. Voir le texte pour une description plus détaillée.
fourche provenant de la direction opposée. Cependant, lorsqu’une fourche s’arrête dans 
les séquences télomériques, il est impossible de compléter la réplication du télomère par 
une fourche convergente, puisque la réplication n’est pas initiée dans les répétitions 
télomériques (Figure 4). De plus, le fait que la réplication des télomères soit un 
événement tardif dans le cycle cellulaire et que la détection et le traitement des fourches 
défectueuses doivent forcément se faire avant la complétion de la mitose peut être 
problématique. En résumé, la nature de la séquence, la structure de l’ADN et de la 
chromatine, la position à l’extrémité du chromosome et le timing de la réplication, sont 
autant de facteurs augmentant le degré de difficulté de réplication des télomères. Quelle 
qu’en soit la provenance, une fourche de réplication bloquée met l’intégrité du génome 
en péril. Sans mécanisme de réparation ou de redémarrage, les fourches bloquées se 
démantèlent et finissent par générer des régions d’ADN simple-brin, des cassures 
d’ADN double-brin et des événements de recombinaison hasardeux (Tourriere et 
Pasero, 2007; Branzei et Foiani, 2010; Jones et Petermann, 2012).
Pour surmonter toutes ces difficultés rencontrées aux extrémités des 
chromosomes, la machinerie de réplication requiert l’assistance de plusieurs protéines 
accessoires. Les composantes même du télosome, TRF1 et TRF2 (et Tazl chez S. 
pombe), sont nécessaires à la réplication efficace du duplex d’ADN télomérique (Miller 
et al., 2006; Sfeir et al., 2009; Ye et al., 2010). Le complexe CST humain soutien
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également la réplication conventionnelle des télomères, peut-être en redémarrant les 
réplisomes bloqués ou en. facilitant l’initiation d’origines de réplication dormantes (Gu 
et al., 2012; Stewart et a l, 2012). Une multitude d’autres facteurs sont plus ou moins 
directement impliqués, mais généralement, la résolution des structures secondaires 
inhibitrices et la réparation des fourches de réplication défectueuses nécessitent l’action 
d’hélicases, topoisomérases, nucléases et recombinases (Paeschke et a l, 2010; 
Petermann et Helleday, 2010). Chez S. cerevisiae, les hélicases Pifl et Rrm3 
facilitent la réplication au travers les structures G4 et les complexes ADN-protéines 
(Ivessa et a l, 2003; Paeschke et al., 2011; Anand et al., 2012). Chez l’humain, les 
hélicases de la famille RecQ, WRN, BLM et RECQL4, ainsi que les hélicases RTEL1 et 
UPF1, assurent une réplication efficace des télomères en participant à la résolution des 
T-loops et autres structures secondaires (Crabbe et al., 2004; Opresko et a l, 2004; 
Crabbe et a l, 2007; Sfeir et al., 2009; Ghosh et al., 2010; Chawla et al., 2011; Barefield 
et Karlseder, 2012; Vannier et a l, 2012). La nucléase FEN1 contribue aussi à la 
réplication des télomères (Saharia et a l, 2010). BRCA2 collabore avec la recombinase 
RAD51 pour faciliter la réplication, possiblement en aidant au redémarrage des 
fourches de réplication par recombinaison (Badie et a l, 2010).
Finalement, le niveau de synchronisation entre les processus de réplication 
conventionnelle du duplex d’ADN télomérique et d’allongement des télomères par la 
télomérase n’est pas encore clair et pourrait varier d’un organisme à l’autre (Diede et 
Gottschling, 1999; Moser et a l, 2009; Zhao et a l, 2009).
La fonction de réplication complète des chromosomes
Les cellules possédant des chromosomes linéaires doivent composer avec un 
autre problème en lien avec la réplication semi-conservative des télomères. Toutes les 
polymérases synthétisant l’ADN procèdent dans l’orientation 5' vers 3' et nécessitent 
une courte amorce d’ARN pour démarrer. Le brin 3' G-riche est ainsi dupliqué de façon 
discontinue par la machinerie de réplication du brin retardé (Figure 5). Les amorces 
internes sont éventuellement enlevées et les trous ainsi formés sont remplis par la 
polymérase. Toutefois, la dégradation de la dernière amorce ARN à la fin de la 
réplication du télomère laisse un vide qui ne peut être comblé à l’extrémité 5' du brin 
retardé. Le brin parental G-riche n’est donc pas complètement dupliqué. Sans 
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Figure 5. Réplication des télomères et problème réplicatif terminal. L’ADN 
télomérique est répliqué par la machinerie de réplication semi-conservative 
conventionnelle. La synthèse discontinue du brin retardé copie le brin 3' G-riche. Les 
amorces ARN sont ensuite enlevées, les trous remplis par la polymérase et les 
fragments ligués. Le retrait de la dernière amorce fait en sorte que le brin parental G- 
riche n’est pas totalement dupliqué. Le brin 5' C-riche est répliqué de façon continue 
jusqu’au bout du chromosome, ce qui produit une extrémité franche. L’extension 
simple-brin G-riche résulte de l’action de nucléases dégradant le brin C-riche. Le 
résultat est une perte de séquence télomériques au cours des divisions cellulaires. 
Adapté de (Lingner et al., 1995; Hug et Lingner, 2006).
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des divisions cellulaires et des rondes de réplication successives. Cette perte de 
séquence mènerait éventuellement à l’instabilité génomique due à l’incapacité des 
télomères à remplir leur fonction de protection. Ce phénomène a été défini comme le 
problème de réplication des extrémités, ou « end replication problem » (Watson, 1972; 
Olovnikov, 1973).
Cependant, la facette plus critique de ce problème se présente à l’extrémité de la 
chromatide sœur produite par la machinerie de réplication du brin avancé (Lingner et 
al., 1995). La réplication du brin 5' C-riche procède de manière continue jusqu’à la fin 
du chromosome et produit un télomère à bout franc (Figure 5). Toutefois, l’extension 
simple-brin G-riche retrouvée à l’extrémité des chromosomes est essentielle à la liaison 
de Cdcl3 (et POT1), et donc essentielle à la protection des télomères. Cette extension 
est produite naturellement au télomère du brin retardé, mais requiert une activité de 
résection au télomère du brin avancé. L’extension G-riche est formée par la dégradation 
du brin C-riche par l’action d’exonucléases et d’hélicases. Cette dégradation est régulée 
en fonction du cycle cellulaire et le niveau de résection est contrôlé par les protéines 
télomériques (Wellinger et a l, 1993; Garvik et al., 1995; Wellinger et al., 1996; 
Makarov et a l, 1997; Larrivee et al., 2004; Chai et al., 2006; Bonetti et al., 2009; Dai et 
al., 2010). Par contre, le résultat net de cette activité est une perte de séquence au cours 
des divisions cellulaires successives.
Donc, l’érosion des télomères associée à la réplication est causée par une 
combinaison du «end replication problem», tel que défini initialement, et de la 
résection nécessaire à la formation de l’extension simple-brin. Cet obstacle à la 
réplication complète des chromosomes est contourné chez la plupart des organismes 
eucaryotes par la télomérase, une enzyme ajoutant des séquences télomériques à 
l’extrémité des télomères.
LA TÉLOMÉRASE
Les composantes de la télomérase
Les premières observations d’une activité « transférase terminale » ont été 
réalisées dans des extraits cellulaires provenant du cilié Tetrahymena (Greider et 
Blackburn, 1985). Cette addition de répétitions télomérique à l’extrémité 3' des 
chromosomes est catalysée par la télomérase. L’enzyme possède une activité de
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transcriptase inverse qui dépend de composantes protéiques et ARN (Greider et 
Blackburn, 1987). La partie ARN de cette ribonucléoprotéine contient une courte 
séquence complémentaire aux répétitions télomériques et sert ainsi de matrice à la 
synthèse de répétitions d’ADN G-riches (Greider et Blackburn, 1989; Yu et a l, 1990). 
Suite à l’extension du brin 3' par la télomérase, le duplex d’ADN sera complété par la 
synthèse du brin complémentaire C-riche par la polymérase conventionnelle (Fan et 
Price, 1997; Diede et Gottschling, 1999). Le problème réplicatif terminal est résolu.
Depuis sa découverte chez le cilié, la télomérase a été identifiée chez de 
nombreux organismes, dont la levure et l’humain (Figure 6 ). Chez S.cerevisiae, des 
criblages génétiques ont identifiés 5 gènes comme étant essentiels au maintien des 
télomères par la télomérase : EST1, EST2, EST3, CDC13 (EST4) et TLC1 (Lundblad et 
Szostak, 1989; Singer et Gottschling, 1994; Lendvay et a l, 1996). L’inactivation de ces 
gènes produit un phénotype de sénescence appelé est (ever shorter telomeres), 
caractérisé par l’érosion progressive des télomères menant à une instabilité des 
chromosomes et à la mort cellulaire (Lundblad et Szostak, 1989). Notons que CDC13 
est un gène essentiel, donc seulement un allèle particulier cause cette sénescence. 
L’activité in vivo de la télomérase requiert les protéines Estl, Est2, Est3 et l’ARN Tlcl, 
mais in vitro, seuls Est2 et Tlcl sont nécessaires (Cohn et Blackbum, 1995; Lingner et 
al., 1997). De plus, d’autres protéines accessoires, dont l’hétérodimère YKu et 
l’heptamère de protéines Sm, sont associées à la ribonucléoprotéine (Figure 6 ).
Tlcl (telomerase component 1) est l’ARN contenant la séquence utilisée comme 
matrice par la télomérase pour la synthèse (Singer et Gottschling, 1994). La description 
détaillée de cet ARN sera abordée plus loin. La protéine Est2 est la sous-unité 
catalytique de la télomérase (Counter et a l, 1997; Harrington et a l, 1997; Lingner et 
al., 1997). En plus des motifs typiques des transcriptases inverses, Est2 contient un 
domaine N-terminal essentiel à l’activité in vivo qui interagit avec Tlcl et Est3 
(Friedman et Cech, 1999; Talley et al., 2012). La protéine Estl est la première sous- 
unité de la télomérase à avoir été identifiée et fait partie de l’holoenzyme télomérase par 
sa liaison directe avec l’ARN Tlcl (Lin et Zakian, 1995; Steiner et a l, 1996; Zhou et 
al., 2000a). La localisation de Estl (et Est2) aux extrémités des chromosomes dépend 
de cette interaction avec Tlcl (Chan et a l, 2008). La protéine Estl est impliquée dans le 
recrutement de la télomérase aux télomères (voir plus loin), mais des évidences 







1 Élément délimitant la matrice
• Élément tige terminale
Élément de stabilité 
spécifique à l'espèce
Figure 6 . Télomérase de la levure S. cerevisiae et de l’humain. Un modèle de la 
structure secondaire de l’ARN de la télomérase est montré, avec les sites de liaison 
pour les protéines associées. Les motifs fonctionnels présents dans l’ARN sont mis en 
évidence par des traits de couleur. Voir le texte pour une description plus détaillée. 
Adapté de (Egan et Collins, 2012).
recrutement de la sous-unité Est3 (Evans et Lundblad, 1999; DeZwaan et Freeman, 
2009; Tuzon et al., 2012)Bien que Est3 soit essentielle à l’activité in vivo, son rôle reste
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obscur. La protéine Est3 n’est pas liée directement à l’ARN Tlcl, mais est plutôt 
associée à la télomérase par des interactions protéiques avec Estl et/ou Est2 (Hughes et 
al., 2000; Osterhage et al., 2006; Talley et al., 2012; Tuzon et al., 2012) (Figure 6 ).
Le noyau catalytique de la télomérase humaine est composé de la transcriptase 
inverse TERT et de l’ARN TERC (ou hTR) contenant la matrice (Feng et al., 1995; 
Kilian et al., 1997; Meyerson et al., 1997; Nakamura et al., 1997) (Figure 6 ). Tout 
comme chez la levure, ces deux sous-unités sont suffisantes pour l’activité in vitro 
(Weinrich et al., 1997; Beattie et a l, 1998; Gardano et al., 2012). La protéine TERT 
contient un domaine N-terminal et un domaine C-terminal impliqués dans l’activité et 
dans le recrutement, ainsi qu’un domaine de liaison spécifique à l’ARN TERC et un 
domaine transcriptase inverse (Egan et Collins, 2012; Zhong et al., 2012).
L’holoenzyme active in vivo pourrait contenir également les protéines TCAB1 et 
dyskérine qui sont nécessaires au maintien des télomères par la télomérase (Mitchell et 
al, 1999a; Wong et Collins, 2006; Cohen et a l, 2007; Venteicher et al., 2009). Tout 
comme chez S. cerevisiae, le complexe YKu70/86 et certaines protéines Sm peuvent 
également s’associer à la télomérase (Chai et a l, 2002; Ting et al., 2005; Fu et Collins, 
2006). De nombreuses autres protéines peuvent interagir avec TERC pour participer à la 
maturation, la stabilité et la localisation de l’ARN, mais leur association avec 
l’holoenzyme active in vivo est encore incertaine.
Plusieurs études suggèrent que la télomérase humaine fonctionne sous forme de 
dimère, possiblement via l’interaction de deux molécules de TERC (Beattie et a l, 2001; 
Wenz et al., 2001; Ly et a l, 2003; Marie-Egyptienne et al., 2005; Sauerwald et al., 
2013). Un tel mode d’action est encore incertain chez S. cerevisiae.
L’ARN de la télomérase : structures et fonctions
Une grande divergence est observée dans les tailles et les séquences des ARN 
des télomérase eucaryotes, pouvant s’étendre de 147-209 nt chez les ciliés, 312-559 nt 
chez les vertébrés, 779-1817 nt chez les levures, et même jusqu’à 2,2 kpb chez le 
parasite Plasmodium falciparum (Greider et Blackburn, 1989; Singer et Gottschling, 
1994; Feng et al., 1995; Chen et al., 2000; Ye et Romero, 2002; Chakrabarti et al, 
2007; Xie et al., 2008; Gunisova et al., 2009). Il existe tout de même quelques éléments 
fonctionnels communs entre les ARN des ciliés, des levures et des vertébrés (Figure 6 ). 
L’ARN hautement structuré contient un repliement en pseudonoeud. Cet élément
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conservé est d’une importance cruciale pour l’interaction avec la sous-unité catalytique 
et pour l’activité télomérase. À proximité du pseudonoeud, une région matrice 
forcément simple-brin est flanquée d’un élément apparié empêchant la synthèse de 
séquences adjacentes à la matrice. Un élément conservé dont la fonction n’est pas 
encore claire chez tous les organismes se retrouve dans la tige terminale dans la partie 3' 
de l’AKN. Des éléments de stabilité et de localisation qui sont spécifiques à l’espèce 
sont aussi présents dans l’ARN (Egan et Collins, 2012). En plus de spécifier la séquence 
d’ADN à synthétiser, la composante ARN de la télomérase sert d’échafaud pour la 
liaison des protéines accessoires (Livengood et a l, 2002; Zappulla et Cech, 2004; 
Zappulla et Cech, 2006).
Tlcl est un long ARN non-codant de 1158 nucléotides dont la structure 
secondaire révèle trois tiges s’articulant autour de la matrice et d’un domaine 
pseudonoeud central (Singer et Gottschling, 1994; Dandjinou et a l, 2004; Zappulla et
Cech, 2004) (Figure 6 ). La matrice correspond à la séquence simple-brin 5'-
/
CACCACACCCACACAC-3'. La région du pseudonoeud interagit avec la protéine Est2 
(Chappell et Lundblad, 2004; Lin et al., 2004), et une des tiges s’étendant à partir de ce 
pseudonoeud est nécessaire à la liaison de Estl (Seto et al., 2002). Cette liaison de Est2 
et Estl est essentielle à l’activité de la télomérase. Le bras situé immédiatement en 5' de 
la matrice contient à sa base un élément délimitant la matrice, et à son extrémité une 
tige-boucle liée par l’hétérodimère Yku70/Yku80 (Peterson et al., 2001; Seto et a l, 
2003). L’interaction avec le complexe YKu est importante pour la localisation nucléaire 
de l’ARN et pour le recrutement de la télomérase aux télomères (Stellwagen et al., 
2003; Fisher et al., 2004; Gallardo et al., 2008). La troisième tige se termine par une 
longue tige-boucle qui contient un élément formant une structure en Y. Cet élément 
conservé n’est pas essentiel, mais pourrait tout de même être impliqué dans la 
modulation de l’activité (Zappulla et a l, 2005; Brown et a l, 2007). L’extrémité 3' de la 
tige terminale contient une courte séquence simple-brin riche en uridines qui est 
nécessaire à la liaison de l’heptamère de protéines Sm (Seto et al., 1999).
En dehors de la région centrale, de larges parties de Tlcl peuvent être éliminées 
de l’ARN tout en conservant l’activité irt vivo (Livengood et a l, 2002). Dans le même 
sens, un ARN «mini-Tlcl», dans lequel les longs bras sont raccourcis 
significativement, conserve une activité catalytique in vitro et un maintien minimum des 
télomères in vivo (Zappulla et a l, 2005). Tlcl est de conformation très flexible puisqu’il 
permet toujours le maintien des télomères lorsque les sites de liaison à Estl, et dans une
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moindre mesure YKu, sont déplacés au sein de l’ARN (Zappulla et Cech, 2004; 
Zappulla et a l, 2010). L’ARN de la télomérase de levure est donc essentiellement un 
noyau central (matrice et pseudonoeud) responsable de l’activité catalytique et 3 bras 
flexibles (sites de liaison à Estl, YKu et Sm) responsables des fonctions de régulation, 
recrutement et stabilité (Zappulla et Cech, 2004).
La composante ARN de la télomérase humaine partage des éléments de structure 
avec Tlcl (Figure 6 ). TERC est un ARN de 451 nucléotides incluant la séquence 
simple-brin 5'-CUAACCCUAAC-3' qui constitue la matrice (Feng et a l, 1995). 
Comme chez S. cerevisiae, l’élucidation de la structure secondaire de TERC a révélé un 
pseudonoeud qui est important pour l’interaction avec la sous-unité catalytique TERT et 
pour l’activité télomérase (Chen et a l, 2000; Mitchell et Collins, 2000; Ly et a l, 2003; 
Theimer et a l, 2005). La région englobant la matrice et le pseudonoeud est délimitée 
par une portion appariée (Chen et Greider, 2003). La longue tige dans la portion 3' de 
l’ARN contient un élément conservé impliqué dans la liaison à TERT et dans l’activité 
(Chen et a l, 2000; Mitchell et Collins, 2000; Chen et a l, 2002). La matrice, le 
pseudonoeud et l’élément conservé de la tige terminale sont suffisants pour reconstituer 
une activité télomérase in vitro en présence de TERT (Mitchell et Collins, 2000). La 
portion 3' de TERC est repliée en un motif de type H/ACA qui lie la protéine dyskérine 
et qui est retrouvé dans les ARNs de la famille des petits ARNs nucléolaires (snoARN) 
catalysant la pseudouridylation (Mitchell et a l, 1999a; Mitchell et a l, 1999b). La 
région contient aussi un motif CAB contribuant à la liaison de la protéine TCAB1 et de 
protéines Sm, ainsi qu’une boîte BIO, absente chez les snoARN classiques, mais tout de 
même importante pour la maturation de la ribonucléoprotéine (RNP) (Fu et Collins, 
2003; Jady et a l, 2004; Fu et Collins, 2006; Theimer et a l, 2007; Tycowski et al, 
2009). Finalement, l’extrémité 5' adopterait une structure secondaire en G4 importante 
pour l’accumulation de l’ARN (Lattmann et a l, 2011; Sexton et Collins, 2011).
La maturation de l’ARN de la télomérase
Tlcl partage plusieurs caractéristiques avec les petits ARN nucléaires (snARN) 
contrôlant l’épissage (Patel et Bellini, 2008). En plus d’avoir un contenu élevé en 
uridine, l’ARN Tlcl et la majorité des snARN sont transcrits par l’ARN polymérase II 
(Chapon et a l, 1997). Ensuite, l’extrémité 5' de ces ARN porte une coiffe 2,2,7- 
triméthylguanosine (TMG) et l’extrémité 3' est liée aux protéines Sm (Seto et a l, 1999).
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L’association de 7 protéines Sm (SmB, SmDl, SmD2, SmD3, SmE, SmF et SmG) 
forme un anneau qui reconnait une séquence simple-brin U-riche positionnée près de 
l’extrémité 3' de l’ARN. La séquence du site Sm de Tlcl (AU5GG) est conforme à la 
séquence consensus (AU^GR). La liaison de cet anneau de protéines Sm est importante 
pour la maturation et la stabilité des ARN. En particulier, des mutations dans le site Sm 
diminuent l’accumulation de l’ARN Tlcl et causent un raccourcissement des télomères 
(Seto et al., 1999; Mozdy et Cech, 2006). De plus, la télomérase active est 
majoritairement associée aux protéines Sm. En ce qui concerne la maturation de 
l’extrémité 5', la structure de la coiffe de Tlcl et des snARN est formée par 
l’hyperméthylation d’une guanosine par la méthyltransférase Tgsl (Mouaikel et al., 
2002; Franke et al., 2008). Tout comme chez les snARN, cette modification serait aussi 
facilitée par les protéines Sm (Seto et al., 1999; Mouaikel et al., 2002). La coiffe TMG 
pourrait être impliquée dans la maturation de Tlcl ou dans la régulation de la 
télomérase, mais les fonctions spécifiques restent inconnues (Franke et a l, 2008).
Une caractéristique de l’ARN Tlcl le différentie toutefois des autres snARN. 
Tlcl est retrouvé naturellement dans la cellule sous 2 formes : une forme majeure non- 
polyadénylée (polyA-) et une forme mineure polyadénylée (polyA+) comptant pour 
environ 10% de l’ARN Tlcl total (Chapon et al., 1997). La majorité de l’ARN Tlcl 
associée in vivo à la télomérase serait de la forme non-polyadénylée (Bosoy et al,
2003). Les 2 formes de Tlcl ne possèdent pas la même extrémité 3', même en ne tenant 
pas compte de la queue polyA. En effet, l’extrémité 3' de la forme polyA- est située près 
de 100 nt en amont du site de polyadénylation (Bosoy et al., 2003). La machinerie 
utilisée pour la polyadénylation des ARN messagers serait aussi responsable de l’ajout 
de la queue polyA de Tlcl (Chapon et al., 1997; Morlando et a l, 2002). Plusieurs 
observations suggèrent que la forme polyA+ est un précurseur de la forme polyA- 
mature. Lorsque la synthèse de Tlcl est sous le contrôle d’un promoteur inductible au 
galactose, la grande majorité de l’ARN produit initialement est sous la forme 
polyadénylée. Mais après lh d’induction, la proportion de la forme polyA+ diminue à 
un niveau similaire à la forme polyA- (Chapon et al., 1997). La même étude a montré 
qu’une mutation dans un signal de polyadénylation potentiel réduit les niveaux de la 
forme polyA+, mais également de la forme polyA-. De plus, lorsque les facteurs de 
clivage et polyadénylation Papl et Rnal5 sont inactivés, ou lorsque la transcription par 
l’ARN polymérase II est inhibée, la forme polyA+ disparaît rapidement, suivi 
éventuellement d’une diminution de la forme polyA- (Chapon et a l, 1997). Finalement,
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une autre étude a montré que l’insertion d’une portion de la région en aval de 
l’extrémité 3' de TLC1 dans un système rapporteur produit uniquement des transcrits 
polyadénylés, suggérant que cette région de TLC1 ne contient pas l’information 
nécessaire à la production de la forme mature polyA- (Morlando et a l, 2002). Donc, 
tout comme les sn/snoARN qui sont produits suite à la maturation de précurseurs par 
des nucléases, Tlcl pourrait aussi être généré à partir d’un ARN précurseur. Mais 
malgré ces observations, aucun mécanisme de maturation du précurseur n’a été 
démontré. De même qu’aucune expérience directe n’a confirmé que la forme 
polyadénylée de Tlcl est un intermédiaire dans la production de la forme non- 
polyadénylée mature.
Contrairement aux snoARN de levure, la plupart des snoARN humains sont 
encodés à l’intérieur d’introns et sont co-transcrits avec l’ARN pré-messager. Les 
snoARN sont ensuite excisés et maturés par l’action de nucléases. TERC est plutôt 
transcrit de façon indépendante par l’ARN polymérase II sous la forme d’un ARN 
précurseur allongé en 3' (Feng et al., 1995; Zaug et al., 1996). La forme mature de 451 
nt est générée par des exonucléases digérant l’ARN jusqu’à la bordure du motif 
H/ACA. Toutefois, la séquence génomique en aval de la région correspondant au TERC 
mature ne contient aucun élément reconnu pour diriger la formation de l’extrémité 3' 
des ARN. En plus, l ’insertion d’un signal de polyadénylation d’un ARNm, ou 
l’insertion d’un terminateur de transcription d’un snARN interfère avec la production 
d’un ARN TERC mature (Fu et Collins, 2003). Les mécanismes de maturation 
nucléolytique et de terminaison de la transcription de TERC semblent donc uniques et 
restent à clarifier. De l’autre côté, contrairement à la maturation des snoARN classiques, 
la portion 5' de TERC n’est pas processée, laissant intact le domaine 
pseudonoeud/matrice. Ensuite, la structure en G4 à l’extrémité 5' est probablement 
déstabilisée par une hélicase afin de permettre le repliement adéquat de l’ARN 
(Lattmann et al., 2011; Sexton et Collins, 2011). Finalement, l’extrémité 5' de TERC va 
acquérir une coiffe TMG lors de son passage dans les corps de Cajal (Jady et a l, 2004).
La terminaison de la transcription par l’ARN polymérase II chez la levure
La maturation de l’extrémité 3' des ARN transcrits par l’ARN polymérase II est 
intimement liée à la terminaison de la transcription. Ainsi, le mécanisme dictant l’arrêt 
de transcription de l’ARN Tlcl devrait influencer la formation de son extrémité 3'.
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Figure 7. Voies de terminaison de la transcription par l’ARN polymérase II de 
levure. Les modifications du CTD de la polymérase influencent la sélection de la voie 
de terminaison. Ser5-P et Ser2-P sont surtout présentes sur une polymérase transcrivant 
la partie 5' et 3' des gènes, respectivement. La terminaison de la transcription des 
snARN, snoARN et CUTs utilise la voie dépendante du complexe Nrdl. Lors de la 
transcription des petits ARN stables (sn/snoARN) les séquences de terminaison Nrdl- 
spécifiques sont reconnues par le complexe Nrdl puisque le CTD de la polymérase 
contient surtout la modification Ser5-P. L’exosome et le complexe TRAMP (non 
montré) sont recrutés par le complexe de terminaison Nrdl et participent à la maturation 
de l’extrémité 3' de TARN. La dégradation continue de l’ARN par l’exosome est 
bloquée par la présence de protéines formant la snRNP mature. La transcription des 
CUTs est aussi terminée par la voie du complexe Nrdl, mais l’absence d’éléments 
protecteurs sur le transcrit permet à l’exosome/TRAMP de dégrader complètement 
l’ARN. La terminaison des ARNm utilise la voie dépendante de la polyadénylation. 
Lors de la transcription des ARNm, la distance parcourue par la polymérase est telle que 
le CTD porte majoritairement la modification Ser2-P et favorise ainsi la reconnaissance 
des signaux de polyadénylation, au détriment des signaux Nrdl. Les facteurs de clivage 
et polyadénylation (CPF-CF) génèrent l’extrémité 3' de l’ARN et induisent la 
terminaison. La terminaison est facilité par la dégradation du transcrit encore associé à 
la polymérase par l’exonucléase Ratl. Modifié de (Rondon et al., 2008).
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L’identification du mécanisme de terminaison pourrait expliquer la provenance des 
formes polyA- et polyA+ et clarifier la relation précurseur-produit, mais la voie 
empruntée par Tlcl n’a pas été investigué directement jusqu’à maintenant. Il existe 
deux voies majeures responsables de l’arrêt de transcription par la polymérase II chez S. 
cerevisiae, soit la voie dépendante de la polyadénylation et la voie dépendante du 
complexe Nrdl (Figure 7) (Lykke-Andersen et Jensen, 2007; Rondon et al., 2008; 
Richard et Manley, 2009; Kuehner et al., 2011; Mischo et Proudfoot, 2012). Les deux 
voies impliquent la reconnaissance de séquences distinctes dans la portion 3' de l’ARN 
nouvellement synthétisé. Des facteurs qui lient TARN et qui sont associés à la 
polymérase vont reconnaître ces signaux de terminaison et provoquer la terminaison de 
la transcription. Le domaine C-terminal (CTD) de la sous-unité principale de l’ARN 
polymérase II est central au recrutement des différents facteurs de transcription, 
terminaison et maturation. Le CTD est formé de répétitions d’un peptide de 7 acides 
aminés (Tyrl-Ser2-Pro3-Thr4-Ser5-Pro6-Ser7), dont les principales modifications post- 
traductionnelles sont la phosphorylation des sérines 2 et 5 (Ser2-P et Ser5-P). Le patron 
de phosphorylation du CTD change au cours de la progression de la transcription, ce qui 
altère l’affinité pour les protéines associées et participe ainsi à la régulation de la 
transcription et à la sélection de la voie de terminaison (Egloff et Murphy, 2008; 
Gudipati et a l, 2008; Rondon et a l, 2008; Buratowski, 2009). Le modèle simplifié 
propose que, généralement, un gradient de modification est formé, avec SerS-P et Ser2- 
P préférentiellement présentes sur une polymérase associée à la partie 5' et 3' des gènes, 
respectivement (Figure 7).
La transcription des ARN messagers est terminée via la voie dépendante de la 
polyadénylation (Figure 7). Cette voie nécessite un étroit couplage entre le clivage et la 
polyadénylation du transcrit naissant par une imposante machinerie, impliquant plus 
d’une vingtaine de protéines regroupés en sous-complexes (CPF et CFIA-B). Le 
complexe CPF (cleavage and polyadénylation factor) inclut entre autre la polyA 
polymérase Papl ainsi que les protéines Ssu72, Ptal et Glc7, et le complexe CFIA 
(cleavage factor IA) comprend les protéines Pcfll, Rnal4 et RnalS (Mandel et al, 
2008; Millevoi et Vagner, 2010). Le complexe CPF-CF est surtout associé avec le CTD 
de la polymérase portant la modification Ser2-P (Lunde et a l, 2010). Les signaux de 
terminaison qui vont être reconnus par cette machinerie et qui vont assurer l’efficacité 
du clivage et spécifier le site de polyadénylation sont des éléments de séquence AU- 
riches peu définis (Imiger et Braus, 1994; Mandel et al., 2008). Le mécanisme précis de
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terminaison combine vraisemblablement deux modèles. Le modèle allostérique stipule 
que l’apparition de signaux de polyadénylation sur l’ARN transcrit déclenche un 
changement au niveau des facteurs associés à la polymérase, ce qui diminue la 
processivité de l’enzyme et favorise la terminaison. Selon le modèle torpille, la nouvelle 
extrémité 5' générée par le clivage de l’ARN au site de polyadénylation constitue un 
point d’entrée pour une activité exonucléase (Ratl) qui déstabilise la polymérase (Kim 
et al., 2004; Richard et Manley, 2009; Kuehner et al., 2011).
La voie dépendante du complexe Nrdl est responsable de la terminaison de 
transcription de la plupart des ARN non-codants, principalement les snARN et les 
snoARN (Figure 7) (Steinmetz et al., 2001). Le complexe Nrdl est composé des 
protéines liant l’ARN Nrdl et Nab3, et de l’hélicase Senl (Steinmetz et Brow, 1996). 
Les courtes séquences reconnues par les protéines Nrdl (GUAA/G) et Nab3 (UCUU) 
sont souvent présentes en plusieurs copies (Carroll et al., 2004; Carroll et al., 2007; 
Jamonnak et a l, 2011). Tout comme la machinerie de clivage/polyadénylation, le 
complexe Nrdl est associé à l’ARN polymérase via une interaction avec le domaine 
CTD. La protéine Nrdl lie préférentiellement le CTD contenant la modification Ser5-P, 
qui se retrouve sur une polymérase en début de transcription, ce qui est consistant avec 
le fait que la voie Nrdl-dépendante termine la transcription des petits ARN non-codants 
(Vasiljeva et a l, 2008). Le mécanisme précis est encore indéterminé. L’interaction du 
complexe Nrdl avec la polymérase et avec le transcrit nouvellement synthétisé pourrait 
faciliter le unwinding par Senl du duplex ARN/ADN nécessaire à la progression de la 
transcription. La voie Nrdl est couplée à la dégradation et à la maturation des ARN via 
une association avec l’exosome et le complexe TRAMP (Trf-Air-Mtr4-polyadénylation) 
(Vasiljeva et Buratowski, 2006). L’activité de l’exosome est stimulée par 
l’oligoadénylation de l’ARN sous l’action du complexe TRAMP. L’assemblage des 
sn/snoARN en RNP les protège d’une dégradation nucléolytique excessive. La voie 
Nrdl termine aussi la transcription d’une classe d’ARN récemment identifiés et 
nommés CUTs (cryptic unstable transcripts). Les CUTs sont des petits ARN non- 
codants (300-600 nt) transcrits par l’ARN polymérase II qui sont rapidement et 
entièrement dégradés par l’action du complexe TRAMP et de l’exosome (Wyers et al, 
2005; Arigo et al., 2006).
Cependant, les deux voies de terminaison ne sont pas totalement distinctes, 
puisque de nombreux facteurs de clivage et polyadénylation sont aussi impliqués dans 
la terminaison et la maturation des sn/snoARN (Morlando et a l, 2002; Steinmetz et
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Brow, 2003; Kim et al., 2006; Lykke-Andersen et Jensen, 2007; Nedea et al., 2008). 
Senl est aussi impliqué dans la transcription des ARNm (Steinmetz et al., 2006).
L’ARN Tlcl pourrait emprunter l’une ou l’autre des voies de terminaison de 
transcription puisqu’il montre des similitudes à la fois avec les ARNm et les snARN.
L’assemblage de la ribonucléoprotéine télomérase
En plus des étapes de terminaison de la transcription et de maturation des 
extrémités 5' et 3' de l’ARN, d’autres étapes sont requises pour obtenir une télomérase 
fonctionnelle. L’assemblage de la RNP nécessite un important trafic intracellulaire, 
particulièrement chez S. cerevisiae (Figure 8 ). Pour l’ARN Tlcl, la formation de la 
coiffe TMG par la méthyltransférase Tgsl est probablement effectuée lors du passage 
de l’ARN dans le nucléole (Mouaikel et al., 2002; Franke et al., 2008). L’ARN est 
ensuite exporté dans le cytoplasme via le complexe d’export Crml et importé au noyau 
via les importines MtrlO et Kapl22 (Ferrezuelo et al., 2002; Gallardo et al., 2008). 
L’association des protéines Est et Ku est requises pour la localisation nucléaire de Tlcl, 
suggérant que l’assemblage de la RNP dans le cytoplasme facilite sa réentrée au noyau 
(Teixeira et al., 2002; Gallardo et al., 2008). La télomérase sera éventuellement 
localisée aux extrémités des chromosomes afin de remplir sa fonction d’allongement 
des télomères (Londono-Vallejo et Wellinger, 2012).
La biogenèse de la télomérase humaine s’apparente plutôt à la biogenèse des 
petites ribonucléoprotéines nucléolaires (snoRNP) de type H/ACA (Kiss et a l, 2010). 
L’ARN TERC est effectivement associé aux protéines dyskérine, NHP2, NOP10 et 
GAR1, qui sont les composantes principales des snoRNP à motif H/ACA (Mitchell et 
al., 1999a; Dragon et al., 2000; Pogacic et al., 2000) (Figure 8 ). Cette interaction 
participe à la maturation de l’ARN et à l’assemblage d’une RNP fonctionnelle. La 
biogenèse nécessite également un trafic intranucléaire impliquant un transit dans le 
nucléole et dans les coips de Cajal, qui sont des sites de maturation des RNP (Figure 8 ). 
L’interaction des motifs H/ACA et CAB avec les protéines dyskérine, NHP2, NOP10, 
GAR1 et TCAB1 contrôle la maturation, la stabilité et la localisation de TERC et de la 
télomérase (Collins, 2008; Egan et Collins, 2012). L’association avec TCAB1 est 
particulièrement importante pour l’accumulation de la télomérase aux corps de Cajal 














Figure 8 . Biogénèse de la télomérase chez la levure et chez l’humain. L’assemblage 
de la RNP fonctionnelle nécessite un important trafic intracellulaire, passant par le 
nucléole, les corps de Cajal et le cytoplasme. Voir le texte pour une description plus 
détaillée.
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Abondance de la télomérase
En particulier chez S. cerevisiae, les mécanismes régissant la biogenèse de Tlcl 
et de la télomérase doivent être fiables et précis puisque l’abondance de chacune des 
sous-unités de la RNP est cruciale pour l’homéostasie des télomères. D’autant plus que 
les composantes de la télomérase sont toutes exprimées à de faibles niveaux. L’ARN 
Tlcl est présent à environ 30 molécules par cellule haploïde (Mozdy et Cech, 2006). 
Quelques études ont évalué la possibilité que la quantité de Tlcl soit régulée dans le 
cycle cellulaire, mais la grande stabilité (>lh) et la faible abondance de l’ARN rendent 
l’analyse difficile (Chapon et al., 1997; Fisher et a l, 2004; Mozdy et Cech, 2006; 
Larose et al., 2007). Les trois protéines EST sont aussi exprimées à de faibles niveaux. 
Est2 est présente en moins de 40 molécules par cellule et dépend de Tlcl pour une 
accumulation normale (Tuzon et al, 2012). Estl est la seule sous-unité de la télomérase 
dont les niveaux changent clairement au cours du cycle cellulaire, variant de ~ 2 0  
molécules/cellule en Gl, à ~110 molécules/cellule en fin de phase S et G2/M (Taggart 
et al., 2002; Wu et Zakian, 2011). Est3 est la plus abondante des protéines EST, mais 
est tout de même relativement peu abondante (~85 molécules/cellule) (Tuzon et al, 
2 0 1 2 ).
La quantité d’extrémités chromosomiques par cellule haploïde en fin de phase S 
(64) est plus importante que le nombre de copies de l’ARN Tlcl (~30) et de la sous- 
unité catalytique Est2 (—40) (Mozdy et Cech, 2006; Tuzon et al., 2012). L’homéostasie 
des télomères est donc très sensible aux variations de la quantité de Tlcl, et des autres 
composantes de la télomérase. En effet, les cellules diploïdes hétérozygotes pour la 
délétion du gène TLC1 possèdent la moitié moins de molécules de Tlcl que les cellules 
diploïdes sauvages, et, en conséquence, présentent des télomères plus courts (Mozdy et 
Cech, 2006). Ce phénotype d’haploinsuffisance n’est toutefois pas observé pour les 
gènes EST, mais des cellules hétérozygotes pour la délétion de deux sous-unités de la 
télomérase présentent des télomères plus courts que les simples hétérozygotes 
(haploinsuffisance additive) (Lendvay et al., 1996; Lingner et a l, 1997; Deutschbauer 
et a l, 2005). De l’autre côté, une augmentation de deux à six fois les niveaux de l’ARN 
Tlcl mène à un allongement des télomères au fil des générations, confirmant que la 
quantité de Tlcl est limitante pour l’activité télomérase (Mozdy et Cech, 2006). 
Cependant, la surexpression de TLC1 sous contrôle d’un promoteur inductible au 
galactose cause une diminution de la longueur des télomères et supprime le TPE par la 
séquestration de l’hétérodimère YKu (Singer et Gottschling, 1994; Peterson et al.,
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2001). La surexpression de Estl peut causer une légère augmentation de la taille des 
télomères (Virta-Pearlman et a l, 1996; Seto et al., 2002).
Chez l’humain, TERC est présent chez tout les types cellulaires, alors que TERT 
est seulement détectée dans les cellules télomérase-positives (Feng et al., 1995; 
Meyerson et a l, 1997). De plus, dans les cellules humaines présentant une activité 
télomérase, l’ARN TERC est beaucoup plus abondant que la protéine TERT (Yi et al., 
2001). La sous-unité catalytique TERT serait donc le facteur limitant pour l’activité de 
la télomérase humaine. Pourtant, un phénotype d’haploinsuffisance de la télomérase 
caxxsé par des mutations hétérozygotes dans TERC est observé dans certaines maladies 
caractérisées par un raccourcissement des télomères (Marrone et al., 2004). Néanmoins, 
l’abondance de la télomérase et de ses composantes n’est évidemment pas le seul 
facteur influençant le maintien de la taille des télomères.
La régulation et le recrutement de la télomérase
Chez S. cerevisiae, l’action de la télomérase est régulée dans le cycle cellulaire. 
L’allongement des télomères survient en fin de phase S et peut se poursuivre jusqu’en 
G2/M, mais n’est pas observé en G1 (Diede et Gottschling, 1999; Marcand et al., 2000). 
En ce sens, les protéines Estl et Est3 sont surtout associées aux télomères en fin de 
phase S/G2 (Taggart et al., 2002; Tuzon et a l, 2012). La sous-unité catalytique Est2 est 
retrouvée aux télomères pendant tout le cycle cellulaire, mais avec une pointe en fin de 
phase S (Taggart et a l, 2002; Tuzon et a l, 2012). La voie principale de recrutement de 
la télomérase est active en fin de phase S et requiert une interaction de Estl avec Tlcl, 
ainsi qu’avec la protéine Cdcl3 (Chan et a l, 2008). Des expériences utilisant des 
protéines de fusion ont mis en évidence la fonction de Estl dans le recrutement de la 
télomérase. Il a été montré que la présence de Estl n’est plus nécessaire à l’allongement 
des télomères dans des cellules exprimant une fusion Cdcl3-Est2 (Evans et Lundblad, 
1999). L’interaction directe entre Estl et Cdcl3 serait suffisante pour recruter Tlcl et 
Est2 à l’extrémité simple-brin des télomères (Qi et Zakian, 2000; Wu et Zakian, 2011). 
Dans le même sens, le phénotype est conféré par certaines mutations de CDC13 
pourraient s’expliquer par une déstabilisation de l’interaction physique de la protéine 
avec Estl (Pennock et al., 2001; Chan et al., 2008). Cdcl3 est présente aux télomères 
tout au long du cycle cellulaire, avec une forte augmentation en fin de phase S, au 
moment où les télomères sont allongés et où l’extension simple-brin G-riche est la plus
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longue (Wellinger et a l, 1993; Taggart et al., 2002).
L’existence d’une voie de recrutement agissant en G1 et nécessitant une 
interaction entre le complexe YKu et une tige-boucle dans l’ARN Tlcl a été proposé 
(Fisher et al., 2004; Chan et al., 2008) (Figure 6 ). Cette association n’est toutefois pas 
requise pour le maintien des télomères puisque l’élimination de la liaison Yku-Tlcl ne 
cause pas de phénotype est (Peterson et al., 2001; Fisher et al., 2004). La localisation 
dynamique de l’ARN Tlcl a récemment été explorée par microscopie de fluorescence 
sur des cellules vivantes (Gallardo et a l, 2011). Cette étude a jeté une nouvelle lumière 
sur les modèles de recrutement de la télomérase aux télomères. En phase Gl, 
l’association de Tlcl (et de la télomérase) aux télomères serait plutôt transitoire et 
restreinte par les protéines Rif. La dépendance au complexe YKu en Gl serait donc 
indirecte, par la localisation de la télomérase au noyau plutôt que par un recrutement 
direct de l’enzyme aux télomères (Gallardo et al., 2008; Pfingsten et al., 2012). Par 
contre, en fin de phase S, la télomérase est associée aux télomères de façon stable au 
sein de particules nommées T-Recs (telomerase recruitment clusters). Ces particules 
représentent vraisemblablement des regroupements de télomères et de télomérases 
activement impliqués dans l’ajout de séquences télomériques (Gallardo et al., 2011).
Chez la levure, l’allongement des télomères par la télomérase est aussi régulé 
par la taille. Ainsi, la télomérase n’agit pas à tous les télomères à chaque cycle 
cellulaire, mais montre plutôt une préférence pour les plus courts télomères (Marcand et 
al, 1999; Forstemann et al., 2000; Teixeira et al., 2004). En effet, il a été observé que le 
taux d’ajout de nucléotides à un télomère tronqué artificiellement est d’environ 15 nt 
par génération à son plus court, mais diminue progressivement jusqu’à atteindre < 1  nt 
lorsque le télomère retrouve une taille de type sauvage (Marcand et a l, 1999). Cette 
observation a été confirmée par un autre essai utilisant une méthode développée par le 
groupe de Lingner. La méthode d’amplification par PCR permet de déterminer 
précisément la taille et la séquence d’un télomère spécifique (Forstemann et al., 2000) 
(Figure 9A). La comparaison des séquences télomériques de populations clonales révèle 
l’existence de deux domaines : un domaine centromère-proximal de séquence stable et 
un domaine distal composé de séquences dégénérées variables (Forstemann et a l, 2000) 
(Figure 9B). Cette analyse est possible grâce au fait que la télomérase ajoute des 
répétitions télomériques de façon irrégulière, du à de multiples registres d’alignement 
possibles entre la matrice et le substrat, et à une transcription inverse incomplète (Singer 
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Figure 9. Séquençage des télomères révélant un domaine de divergence où la 
probabilité d’action de la télomérase dépend de la taille du télomère. (A) Principe 
d’amplification et clonage d’un télomère. La transférase terminale ajoute une queue 
polyC à l’extension simple-brin télomérique. Les télomères sont amplifiés par PCR 
avec une amorce polyG et une amorce spécifique à un télomère donné. Les produits 
sont purifiés sur gel, clonés et séquencés. (B) Exemple d’alignement de télomères. La 
comparaison des séquences révèle une région conservée centromère-proximale et une 
région divergente centromere-distale. (C) Probabilité d’action de la télomérase en 
fonction de la taille d’un télomère. La télomérase montre une préférence pour les 
télomères courts. Le domaine de divergence représente la région subissant les 
événements d’érosion et d’allongement des télomères. Les parties rouges et bleues (B 
et C) représentent des séquences conservées et des séquences ajoutées par la 
télomérase, respectivement (Forstemann et a l, 2000).
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processive, sauf au niveau des télomères très courts où elle peut ajouter plusieurs 
répétitions au cours d’un même cycle d’allongement (Cohn et Blackburn, 1995; Prescott 
et Blackburn, 1997; Chang et al., 2007). Le domaine de séquences divergentes 
représente donc la région au sein de laquelle ont lieu des événements d’érosion et 
d’allongement des télomères par la télomérase (Figure 9C). L’essai STEX (single 
telomere extension) basé sur la méthode de séquençage suit l’allongement d’un 
télomère spécifique au cours d’un cycle cellulaire, ce qui permet de déterminer la 
fréquence d’ajout de séquences en fonction de la taille du télomère (Teixeira et al.,
2004). Cette approche confirme que la probabilité d’action de la télomérase est 
inversement corrélée avec la taille des télomères, passant de ~10% pour un télomère de 
300 nt à ~50% pour un télomère de 100 nt (Teixeira et al., 2004) (Figure 9C). En 
d’autres mots, la probabilité qu’un télomère de 300 nt raccourcisse jusqu’à 125 nt sans 
que la télomérase n’agissent entretemps est extrêmement faible (2,6 x 10'7) (Chang et 
al., 2007).
De plus, les méthodes pour générer et analyser un télomère court, combinées aux 
techniques d’immunoprécipitation de la chromatine (ChIP), ont facilité l’étude des 
mécanismes de recrutement de la télomérase spécifiquement aux télomères courts. Les 
protéines Estl et Est2 sont effectivement enrichies aux télomères courts en fin de phase 
S et cette association est dépendante de la kinase Tell (Goudsouzian et al., 2006; 
Bianchi et Shore, 2007; Hector et al., 2007; Sabourin et al., 2007). Tell lie aussi 
préférentiellement les télomères courts et tout comme sa liaison aux cassures d’ADN 
double-brin, cette liaison dépend de l’interaction avec le complexe MRX (Mrell, 
Rad50, Xrs2) (Nakada et al., 2003; Hector et al., 2007; Sabourin et al., 2007). D’un 
autre côté, la présence de MRX aux télomères est aussi facilité par Tell (Hirano et al., 
2009). Le complexe MRX est également enrichi aux télomères courts en fin de phase 
S (Takata et al., 2005; Viscardi et a l, 2007; McGee et a l, 2010). MRX est impliqué 
dans la formation de l’extension simple-brin télomérique nécessaire à la liaison de 
Cdcl3 et au recrutement de la télomérase (Larrivee et al., 2004).
Les mécanismes par lesquels la cellule et la télomérase distinguent les télomères 
courts des télomères longs sont encore sous étude. Selon le modèle de comptage 
protéique, le complexe Rapl/Rifl/Rif2 serait le principal senseur de la longueur des 
télomères et inhiberait l’ajout de séquences par la télomérase (Marcand et a l, 1997; 
Levy et Blackburn, 2004). Les protéines Rapl, Rifl et Ri£2 agissent vraisemblablement 
par des mécanismes différents (Hirano et al., 2009; McGee et a l, 2010; Fukunaga et al.,
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2012). L’effet inhibiteur de Ri£2 est le mieux décrit pour le moment. L’interaction de 
Rif2 avec Xrs2 inhiberait le recrutement de Tell par le complexe MRX (Hirano et al,
2009). La présence de Ri£2 diminue aux télomères courts (Sabourin et a l, 2007; McGee 
et a l, 2010). De plus, en absence de Rif2, Tell ne lie plus préférentiellement les 
télomères courts (McGee et a l, 2010). Ces résultats suggèrent une précision du modèle 
de comptage où la quantité de Rif2 serait le facteur déterminant dans le recrutement de 
Tell et de la télomérase aux télomères courts. Toutefois, la régulation et le recrutement 
de la télomérase sont probablement beaucoup plus complexes puisque, en plus de Rapl 
et Rifl, plusieurs autres facteurs semblent participer à la distinction des télomères 
courts. Par exemple, l’hélicase Pifl est un inhibiteur de la télomérase et se retrouve 
préférentiellement associée aux télomères longs (Schulz et Zakian, 1994; Boule et al, 
2005; Vega et a l, 2007). L’activité kinase de Tell est requise pour sa fonction dans le 
maintien des télomères, mais pas pour son association aux télomères courts (Mallory et 
Petes, 2000; Hector et a l, 2007). Tell pourrait ainsi participer au recrutement de la 
télomérase en phosphorylant des protéines télomériques. Compte tenu de son rôle 
crucial dans le recrutement de la télomérase, Cdcl3 est un candidat intéressant, mais la 
démonstration reste à faire (Tseng et a l, 2006; Gao et a l, 2010).
La régulation et le recrutement de la télomérase humaine restent à clarifier. La 
télomérase est localisée aux télomères spécifiquement au cours de la phase S (Jady et 
al, 2006; Tomlinson et a l, 2006). Mais contrairement à la télomérase de levure, la 
télomérase humaine est processive et agirait à la plupart des télomères à chaque cycle 
cellulaire (Zhao et a l, 2009; Zhao et a l, 2011). Les composantes du complexe 
shelterin sont connues pour inhiber l’action de la télomérase aux télomères, mais 
certaines sont également impliquées dans le recrutement et l’activation, particulièrement 
TPP1 (Smogorzewska et a l, 2000; Loayza et De Lange, 2003; Wang et a l, 2007; 
Abreu et a l, 2010; Zhong et a l, 2012). L’interaction du complexe CST avec 
l’extension simple-brin limiterait l’action de la télomérase en interférant avec les 
fonctions de recrutement ou d’activation du duo POT1-TPP1 (Chen et a l, 2012). 
L’association de CST avec les télomères culmine effectivement en fin de phase S/G2, 
au moment ou l’allongement devrait se terminer (Chen et a l, 2012). Finalement, les 
corps de Cajal seraient importants pour le recrutement de TERT et de la télomérase aux 
télomères, en plus de leur rôle dans la maturation de la RNP (Noel et Wellinger, 2012; 
Stem et a l, 2012; Zhong et a l, 2012).
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Le maintien des télomères sans télomérase
Chez S. cerevisiae, les cellules privées d’activité télomérase, suite à la délétion 
du gène codant pour l’ARN Tlcl, ou l’une des trois protéines Est, subissent une perte de 
séquences télomériques équivalente à environ 3-5 pb par génération (Singer et 
Gottschling, 1994; Marcand et al., 1999). L’érosion progressive se poursuit au fil des 
divisions cellulaires jusqu’à environ 50-100 générations, au moment où les télomères 
atteignent une taille critique et ne peuvent plus assurer leur fonction de protection 
(Figure 10) (Lundblad et Szostak, 1989; Singer et Gottschling, 1994; Lendvay et al., 
1996). Il est important de noter que le raccourcissement progressif de l’ensemble des 
télomères n’est probablement pas le facteur principal déterminant l’arrêt de la 
croissance de la cellule et la sénescence (Hemann et al., 2001; Abdallah et al., 2009; 
Khadaroo et al., 2009). L’apparition d’un seul télomère extrêmement court serait 
suffisante pour déclencher l’arrêt du cycle cellulaire, alors que la taille moyenne de 
l’ensemble des télomères est toujours à peu près normale. À ce stade, les cellules 
sénescentes présentent des problèmes de progression dans le cycle cellulaire et une 
perte d’intégrité des chromosomes. La grande majorité des cellules vont éventuellement 
mourir, mais une faible proportion va toutefois réussir à survivre à la sénescence en 
adoptant une voie de maintenance des télomères dépendante de la recombinaison 
homologue (Lundblad et Blackburn, 1993). Notamment, des mécanismes de 
recombinaison entre les répétitions télomériques ou entre les régions sous-télomériques 
sont impliqués dans le maintien des extrémités chromosomiques lorsque la réplication 
des télomères par la télomérase est impossible (Teng et Zakian, 1999). Pour survivre à 
la crise, les cellules requièrent la présence de la protéine Rad52, centrale aux 
mécanismes de réparation de l’ADN dépendants de la recombinaison, et de la protéine 
Pol32, impliquée dans la réparation dépendante de la réplication (Lundblad et 
Blackburn, 1993; Lydeard et al., 2007).
Les deux types de cellules survivantes, nommés type I et type II, se distinguent 
par l’arrangement de leur ADN télomérique et par leurs exigences génétiques (Figure 
10). Les survivants de type I sont caractérisés par une importante amplification des 
éléments Y' et de très courtes répétitions télomériques terminales (Lundblad et 
Blackburn, 1993). La formation des survivants de type I nécessite spécifiquement les 
gènes RAD51, RAD54, RAD57 et possiblement RAD55 (Le et al., 1999; Chen et al.,
2001). Les types I apparaissent plus fréquemment, mais montrent une croissance 
ralentie par rapport aux types II. De plus, l’instabilité de leur structure terminale permet
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Figure 10. Maintien des télomères par recombinaison chez la levure. En absence 
de télomérase, un raccourcissement graduel des télomères se produit au fil des 
générations jusqu’à ce qu’un ou plusieurs télomères atteignent une taille critique. La 
majorité des cellules se dirigent ainsi vers la sénescence et la mort. Les rares 
survivants empruntent l’une ou l’autre des deux voies de maintien des télomères 
dépendantes de la recombinaison homologue. La génération des types I et II 
nécessite des groupes de gènes distincts. Les différences dans l’organisation de 
l’ADN télomérique des deux types de survivants peuvent être distinguées par 
buvardage de type Southern. L’ADN est digéré par Xhol et la sonde utilisée 
reconnait les répétitions télomériques. Les souches d’où proviennent les ADN sont 
indiquées en haut des pistes : yku (souche où le complexe YKu est absent), Wt 
(souche sauvage), Type I et Type II. M : marqueur de poids moléculaire. Boite 
rouge : fragments terminaux de restriction. Boite bleue : signal correspondant aux 
éléments Y’ amplifiés. Les brins télomériques G-riche et C-riche sont en rouge et en 
bleu, respectivement. Adapté de (Wellinger et Zakian, 2012).
51
une conversion vers la voie des survivants de type II. Ces deux caractéristiques font en 
sorte que les types II prennent facilement le dessus sur les types I dans une culture 
liquide (Lundblad et Blackburn, 1993; Teng et Zakian, 1999).
Les survivants de type II sont caractérisés par une augmentation souvent 
dramatique du nombre de répétitions télomériques et par une grande hétérogénéité dans 
les tailles des télomères (Teng et Zakian, 1999; Teng et a l, 2000). Les télomères 
maintenus par la voie des types II sont très dynamiques et subissent constamment des 
événements d’érosion et d’allongement. La génération des survivants de type II requiert 
les membres du complexe MRX et les protéines Rad59 et Sgsl (Le et al., 1999; Teng et 
al., 2000; Chen et al., 2001; Huang et al., 2001; Johnson et al., 2001).
Les deux types de cellules survivantes contiennent des molécules d’ADN 
extrachromosomiques circulaires (Larrivee et Wellinger, 2006). Cet ADN est composé 
d’éléments Y1 double-brin chez les types I, et de répétitions télomériques de taille 
variable de forme simple-brin, ou partiellement simple-brin, chez les types II (Figure 
10). Les deux formes d’ADN circulaire pourraient participer aux mécanismes de 
maintien des télomères. Les détails moléculaires ne sont pas encore entièrement résolus, 
mais impliqueraient un mécanisme de réplication dépendant de la recombinaison 
nommé BIR (break-induced replication) (McEachem et Haber, 2006).
Ce phénomène de maintien des télomères par recombinaison n’est pas unique à 
la levure, puisqu’il est également observé dans certaines cellules cancéreuses humaines 
et cellules immortalisées in vitro. Ce mécanisme appelé ALT (alternative lengthening of 
telomeres) est utilisé par environ 10% des cellules cancéreuses qui sont dépourvues 
d’activité télomérase (Bryan et a l, 1995; Bryan et al., 1997; Dunham et al., 2000). 
Plusieurs caractéristiques phénotypiques différencient les cellules utilisant le 
mécanisme ALT des cellules utilisant la télomérase. Les télomères des cellules ALT 
sont généralement très longs, mais également très hétérogènes, ressemblant aux 
survivants de type II chez la levure (Mumane et al., 1994; Bryan et al., 1995). Une autre 
similarité avec les survivants de la levure est la présence de formes d’ADN télomérique 
extrachromosomiques qui pourraient aussi servir de matrice pour l’allongement des 
télomères (Cesare et Griffith, 2004; Cesare et Reddel, 2010). De plus, les télomères 
maintenus par ALT présentent de hauts niveaux de recombinaison, particulièrement 
entre chromatides sœurs (Bailey et a l, 2004; Londono-Vallejo et a l, 2004). Une autre 
caractéristique des cellules ALT est la présence d’une forme particulière de corps PML 
(promyelocytic leukaemia), nommés APB (ALT-associated PML bodies) (Yeager et a l,
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1999). Les corps PML, dont la fonction est encore obscure, sont des agrégats nucléaires 
de la protéine PML et d’autres protéines. Les APB retrouvés dans les cellules ALT 
contiennent aussi de l’ADN télomérique, des protéines associées aux télomères, ainsi 
que plusieurs protéines impliquées dans le métabolisme de l’ADN (Yeager et al., 1999). 
Les protéines du complexe shelterin TRF1, TRF2, POT1 et RAP1 sont localisées aux 
APB. Parmi les nombreuses protéines de réparation, recombinaison et réplication de 
l’ADN, notons la présence de RAD51, RAD52, RPA, des hélicases de type RecQ BLM 
et WRN, et des complexes MRN (MRE11, RAD50, NBS1), 9-1-1 (RAD9, HUS1, 
RAD1) et SMC5/6 (voir plus loin) (Yeager et al., 1999; Henson et al., 2002; Nabetani 
et Ishikawa, 2010; Chung et al., 2012). Il a donc été proposé que les APB puissent être 
des domaines où sont concentrées les activités ALT. Les mécanismes précis ne sont pas 
encore élucidés, mais pourraient impliquer (1) des événements de recombinaison 
inégale entre chromatides sœurs et (2) une réplication dépendante de la recombinaison 
homologue utilisant une séquence télomérique adjacente comme matrice (Cesare et 
Reddel, 2010).
Donc, le télosome et la télomérase, et dans certaines circonstances la 
recombinaison homologue, sont directement responsables de la protection et de la 
réplication complète des télomères. Ces mécanismes, déjà complexes, n’agissent 
toutefois pas seuls pour assurer l’homéostasie des télomères. Chez la levure, des études 
à large échelle ont révélé une multitude de gènes supplémentaires impliqués directement 
ou indirectement dans la biologie des télomères (Askree et al., 2004; Gatbonton et al., 
2006; Addinall et al., 2008; Ungar et a l, 2009; Addinall et al., 2011; Chang et al., 
2011a).
LES COMPLEXES SMC
La famille des protéines SMC (structural maintenance of chromosome) forme 
des complexes multi-protéiques très bien conservés dans l’évolution et jouant des rôles 
fondamentaux dans plusieurs aspects de l’organisation structurelle et fonctionnelle des 
chromosomes (Losada et Hirano, 2005; Nasmyth et Haering, 2005; Hirano, 2006). De 
ce fait, les complexes SMC pourraient donc faire partie de cette classe de facteurs 
indirectement impliqués dans le maintien des télomères. La composition et les 
principales fonctions des trois complexes SMC seront abordées, avec une attention
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particulière à un de ces complexes (Smc5/6) et à ses liens possibles avec la biologie des 
télomères. La nomenclature de S. cerevisiae est utilisée sauf indication contraire.
Les protéines SMC adoptent une architecture particulière, caractérisée par un 
repliement de la protéine sur elle-même via l’interaction antiparallèle de longues hélices 
hydrophobes (appelés domaines « coiled-coil ») (Figure 11) (Melby et a l, 1998; 
Anderson et a l, 2002; Haering et al., 2002). La protéine forme un long bras flanqué de 
deux domaines globulaires : la charnière et la tête. Deux protéines SMC interagissent 
par leur domaine charnière pour former des hétérodimères. La tête d’un monomère, 
formée des extrémités N-terminale et C-terminale de la protéine, interagit avec la tête 
d’un second monomère pour lier et hydrolyser l’ATP. Cette activité ATPase est 
importante pour la fonction du complexe (Arumugam et al., 2003; Stray et Lindsley, 
2003; Lammens et a l, 2004; Roy et a l, 2011a). Chez les eucaryotes, on retrouve 6 
membres de cette famille de protéines : Smcl-6. Les dimères de protéines SMC forment 
le coeur d’un complexe multiprotéique complété par l’association de plusieurs protéines 
non-SMC (Figure 11). Notamment, les têtes des protéines SMC sont connectées par 
l’intermédiaire d’une protéine membre de la famille des kleisin, permettant la formation 
d’une structure en anneau (Schleiffer et a l, 2003; Nasmyth et Haering, 2005).
Les cohésines et condensines
Le complexe essentiel nommé cohésine est formé de l’hétérodimère des 
protéines Smcl et Smc3 ainsi que de l’association des protéines Scc3 et Sccl (aussi 
appelée Mcdl) (Strunnikov et a l, 1993; Guacci et a l, 1997; Michaelis et al., 1997) 
(Figure 11). Mcdl est la sous-unité kleisin faisant le pont entre les têtes de Smcl et 
Smc3, et fermant la structure en forme d’anneau. Le complexe cohésine participe à la 
cohésion entre les chromatides sœurs, phénomène essentiel à la ségrégation adéquate 
des chromosomes lors des divisions cellulaires (Onn et a l, 2008; Peters et a l, 2008; 
Nasmyth et Haering, 2009). La cohésion permet en effet de conserver l’identité des 
chromatides sœurs, puisqu’en absence de cohésine, les chromatides sœurs sont 
prématurément séparées et incorrectement réparties entre les cellules filles (Strunnikov 
et a l, 1993; Guacci et al., 1997; Michaelis et al., 1997). Le mécanisme moléculaire de 
cohésion par les cohésines n’est pas encore tout à fait clair, mais les modèles impliquent 
la capture de chromatides sœurs nouvellement répliquées à l’intérieur d’anneaux de 
cohésines (Gruber et al., 2003; Haering et a l, 2008). Chez la levure, le dépôt des
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Figure 11. Composition et architecture des complexes SMC. A) Monomère de 
protéine SMC non-replié, montrant une région charnière, flanquée de deux longs bras et 
coiffée de régions globulaires aux extrémités N- et C-terminales. B) Repliement d’un 
monomère de protéine SMC via l’interaction des longs bras. La tête formée par 
l’association des deux extrémités de la protéine constitue un domaine ATPase 
fonctionnel. C) Les trois complexes SMC sont composés d’un hétérodimère de protéines 
SMC, associés à différentes protéines non-SMC. Deux monomères SMC interagissent 
directement par leur domaine charnière, et indirectement par l’interaction avec une sous- 
unité kleisin. Les protéines Bml, Sccl (Mcdl) et Nse4 sont les sous-unités kleisin 
fermant l’anneau des complexes condensine, cohésine et Smc5/6, respectivement. Voir 
le texte pour une description plus détaillée. Modifié de (Carter et Sjogren, 2012).
cohésines sur la chromatine survient en phase Gl, dépend de l’hydrolyse de l’ATP et 
requiert probablement l’ouverture de l’anneau au niveau de la région charnière 
charnière (Arumugam et al., 2003; Gruber et al., 2006). La cohésion entre les 
chromatides sœurs n’est toutefois établie que pendant la réplication en phase S et est 
maintenue jusqu’à la mitose (Michaelis et al., 1997; Uhlmann et Nasmyth, 1998; 
Lengronne et a l, 2006). À la transition entre la métaphase et l’anaphase, le clivage de la 
protéine Mcdl ouvre l’anneau de cohésine, libère les chromatides sœurs et facilite leur 
ségrégation (Ciosk et al., 1998; Uhlmann et a l, 1999; Uhlmann et a l, 2000).
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Le complexe essentiel nommé condensine est formé d’un hétérodimère des 
protéines Smc2 et Smc4 et de 3 protéines non-SMC (Strunnikov et al., 1995; Hirano et 
al., 1997) (Figure 11). Le complexe de levure inclut les protéines non-SMC Ycs4, Ycgl 
et Bml (Freeman et al., 2000; Lavoie et al., 2000). La fonction principale de ce 
complexe est la condensation des chromosomes nécessaire à la résolution des 
chromosomes lors des divisions cellulaires (Hudson et al., 2009; Cuylen et Haering, 
2012; Hirano, 2012). Le phénotype cut (cell untimely tom), causé par la présence de 
ponts persistants entre les chromatides sœurs au moment de la division cellulaire, est 
une caractéristique classique de condensines défectueuses (Saka et al., 1994). Le 
mécanisme précis de la condensation reste à élucider, mais il implique le 
superenroulement et la formation de boucles d’ordre supérieur dans la chromatine. La 
compaction de la chromatine est illustrée par la forme en « X » typique des 
chromosomes mitotiques. Comme les cohésines, les condensines pourraient capturer des 
molécules d’ADN au centre d’une structure en anneau (Cuylen et al., 2012).
En plus de rôles majeurs dans la ségrégation des chromosomes, plusieurs autres 
fonctions ont également été attribuées aux complexes cohésine et condensine (Wood et 
al., 2010). Notamment, les cohésines sont recrutées au site d’une cassure d’ADN 
double-brin, où elles sont impliquées dans. la réparation par recombinaison homologue. 
Elles faciliteraient la réparation en tenant les deux chromatides sœurs ensemble au site 
du dommage, où la chromatide intacte sert de matrice à la réparation de la cassure 
(Sjogren et Nasmyth, 2001; Strom et al., 2004; Unal et a l, 2004; Cortes-Ledesma et 
Aguilera, 2006; Strom et al., 2007; Unal et al., 2007). Le complexe condensine a aussi 
des fonctions particulières au locus codant pour les ARN ribosomaux (ADNr) et aux 
gènes d’ARN de transfert (Freeman et al., 2000; D'Amours et a l, 2004; Lavoie et al., 
2004; Haeusler et a l, 2008). Les deux complexes ont aussi été impliqués dans la 
régulation de la transcription. De plus, de nombreuses études montrent que les fonctions 
des condensines et cohésines peuvent être interdépendantes ou complémentaires 
(Guacci et a l, 1997; Lavoie et al., 2004; Yu et Koshland, 2005; Lam et al., 2006; 
Heidinger-Pauli et al., 2010; Renshaw et al., 2010; Stephens et a l, 2011).
De façon globale, les cohésines et condensines de levure sont réparties de façon 
intermittente tout le long des chromosomes, avec une préférence pour certaines régions, 
dont les centromères (Glynn et a l, 2004; Lengronne et a l, 2004; Wang et al., 2005; 
D'Ambrosio et a l, 2008). Les deux complexes peuvent aussi se retrouver aux extrémités 
des chromosomes. Chez les levures S. cerevisiae et S. pombe, quelques évidences
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suggèrent un rôle spécifique des condensines dans la ségrégation des régions 
télomériques à 1’anaphase (Bhalla et a l, 2002; D'Amours et a l, 2004; Motwani et al.,
2010). Selon une étude récente, l’accumulation de condensines aux télomères et la 
ségrégation de ces télomères seraient facilitées par la répression transcriptionnelle des 
régions sous-télomériques contenant des éléments Y' (Clemente-Blanco et a l, 2011).
Des rôles spécifiques aux télomères n’ont pas été clairement attribués aux 
cohésines de S. cerevisiae. Mais une série d’expériences récentes chez l’humain et la 
souris révèlent des fonctions télomériques (Canudas et a l, 2007; Canudas et Smith, 
2009; Deng et a l, 2012; Remeseiro et a l, 2012). Une forme de cohésine est recrutée 
aux répétitions télomériques par des interactions avec TIN2 et TRF1, ce qui permet la 
cohésion entre les télomères des chromatides sœurs et facilite la réplication de l’ADN 
télomérique (Canudas et a l, 2007; Canudas et Smith, 2009; Remeseiro et a l, 2012). De 
plus, des cohésines sont retrouvés dans des régions sous-télomériques de la plupart des 
télomères humains et seraient impliquées dans la stimulation de la transcription des 
TERRA et la protection des télomères (Deng et a l , 2012).
Un complexe dont la structure s’apparente grandement aux complexes SMC, et 
qui est clairement impliqué dans le maintien de l’intégrité des télomères, est le 
complexe MRX. À la façon des protéines SMC, la protéine Rad50 est repliée sur elle- 
même en un long bras flanqué d’un domaine ATPase, ainsi que d’une région charnière 
impliquée dans l’homodimérisation de la protéine (Hopfner et a l, 2000; Hopfher et al,
2002). Malgré ces similitudes, MRX est plutôt un lointain parent des protéines SMC, 
mais partage sûrement un ancêtre commun.
Le complexe Smc5/6
Le troisième membre de la famille des complexes SMC n’est encore connu que 
sous le nom de Smc5/6. Le rôle de ce complexe a longtemps été le moins bien défini de 
la famille SMC, mais des fonctions dans la réparation de l’ADN et dans la ségrégation 
des chromosomes sont de plus en plus claires (Strom et Sjogren, 2007; De Piccoli et a l, 
2009; Potts, 2009; Stephan et a l, 2011). Ce complexe essentiel, initialement découvert 
chez S. pombe, est complété par l’association de 6 protéines non-SMC appelées Nsel-6 
(non-smc element) (Figure 11) (Lehmann et a l, 1995; Fousteri et Lehmann, 2000; 
McDonald et a l, 2003; Pebemard et a l, 2004; Sergeant et a l, 2005). Le complexe a été 
aussi identifié chez de nombreux organismes, dont la levure S. cerevisiae et l’humain
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(Taylor et a i, 2001 ; Fujioka et a i, 2002; Hu et al., 2005; Zhao et Blobel, 2005).
La protéine Nse4 est la sous-unité kleisin du complexe, mais la formation d’un 
anneau n’a pas encore été montrée (Palecek et al., 2006). Il est à noter que 
l’organisation des protéines NSE illustrée à la figure 11 est un modèle; l’existence de 
sous-complexes ayant potentiellement des fonctions distinctes a aussi été suggérée 
(Hazbun et a i, 2003; Sergeant et a i, 2005; Behlke-Steinert et a i, 2009; Duan et ai,
2009). Contrairement aux autres complexes SMC, certaines des protéines NSE du 
complexe Smc5/6 ont des motifs suggérant des activités enzymatiques. Nsel contient 
un motif retrouvé chez les ubiquitine ligases (Fujioka et a i, 2002). L’activité 
enzymatique nécessiterait une interaction avec la sous-unité Nse3 et serait importante 
pour la fonction de réparation de l’ADN (Santa Maria et a i, 2007; Pebemard et ai, 
2008b; Doyle et a i, 2010). Nse3 fait partie de la famille des protéines MAGE, 
exprimées dans les cellules tumorales, mais dont la fonction est encore inconnue 
(Barker et Salehi, 2002; Sergeant et a i, 2005). La protéine Nse2 (aussi appelée Mms21) 
possède un domaine conférant une activité SUMO ligase (Zhao et Blobel, 2005). La 
sumoylation consiste à attacher le peptide SUMO (small ubiquitin-like modifier) à une 
protéine par un mécanisme en trois étapes similaire à l’ubiquitination. Cette 
modification ne dirige pas la dégradation des protéines par le protéasome, mais est 
impliquée dans une foule de processus en modifiant la localisation, l’activité ou les 
interactions des protéines (Johnson, 2004; Geiss-Friedlander et Melchior, 2007). 
L’activité SUMO ligase de Mms21 est importante pour la fonction du complexe dans la 
réparation de l’ADN, mais non essentielle à la survie (Zhao et Blobel, 2005; Branzei et 
ai, 2006; Rai et a i, 2011).
Le gène codant pour Smc6 a été identifié dans un criblage génétique pour des 
mutants sensibles aux radiations chez S. pombe et plusieurs études ont initialement 
impliqué le complexe Smc5/6 dans la réparation de l’ADN (Nasim et Smith, 1975; 
Lehmann et a i, 1995; Verkade et a i, 1999; McDonald et a i, 2003; Harvey et a i, 2004; 
Morikawa et a i, 2004). Chez S. cerevisiae, des mutants dans toutes les sous-unités du 
complexe sont sensibles à différents agents endommageant l’ADN et des études 
d’épistasie indiquent que le complexe agit dans la voie de la recombinaison homologue 
(Fujioka et a i, 2002; Onoda et a i, 2004; Hu et a i, 2005; Zhao et Blobel, 2005; Torres- 
Rosell et a i, 2005a; Cost et Cozzarelli, 2006). En effet, Smc5/6 est recruté aux sites de 
cassures d’ADN double-brin où il participe à la réparation par recombinaison 
homologue entre les chromatides sœurs (De Piccoli et a i, 2006; Lindroos et a i, 2006).
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Les fonctions précises du complexe dans la réparation ne sont pas encore claires. 
Smc5/6 ne semble pas impliqué dans l’activation des points de contrôles, ni dans les 
mécanismes de base de la recombinaison (Torres-Rosell et a l, 2005a; Cost et 
Cozzarelli, 2006; De Piccoli et al., 2006; Torres-Rosell et al., 2007a). Les événements 
précoces dans le processus de recombinaison homologue, comme le recrutement de 
Rad51 au site de dommage, ne seraient pas affectés en absence de Smc5/6 (Potts et a l, 
2006; Sollier et a l, 2009; Stephan et a l, 2011). Le complexe joue aussi un rôle 
particulier dans la réparation des cassures d’ADN au locus d’ADNr, possiblement en 
favorisant la relocalisation de la cassure à l’extérieur du nucléole (Torres-Rosell et a l, 
2007b). Smc5/6 pourrait agir avec les cohésines pour garder à proximité les chromatides 
sœurs. Chez l’humain, Smc5/6 participe à la cohésion des chromosomes et facilite le 
recrutement des cohésines aux cassures d’ADN, probablement via sumoylation de sous- 
unités de cohésine (Potts et al., 2006; Behlke-Steinert et a l, 2009). Ces résultats n’ont 
pas été observés chez S. cerevisiae. Cependant, les complexes Smc5/6 et cohésine de 
levure montrent une colocalisation partielle et partagent des facteurs de recrutement 
(Lindroos et al., 2006). De plus, Smc5/6 est important pour la cohésion à l’échelle du 
génome suite à une cassure d’ADN (Strom et a l, 2007).
Tous les membres du complexe Smc5/6 sont indispensables à la survie de la 
levure S. cerevisiae, mais la recombinaison homologue ne l’est pas, ce qui suggère que 
le complexe a une fonction essentielle autre que la réparation des cassures d’ADN. 
Plusieurs évidences suggèrent que cette fonction essentielle se situerait au niveau de la 
ségrégation des chromosomes. L’inactivation de Smc5/6 ne retarde pas l’entrée en 
phase S et en phase M, et la phosphorylation de Rad53 (un marqueur de dommage à 
l’ADN et d’activation de points de contrôles) survient seulement après la première 
division mitotique (Torres-Rosell et a l, 2005a; Bermudez-Lopez et al., 2010). Le 
complexe ne semble donc pas requis pour un processus cellulaire vital, mais son 
absence engendre une sérieuse perte d’intégrité du génome. En absence de Smc5/6, la 
cellule fait face à des problèmes mitotiques qui mènent à des phénotypes nucléaires 
anormaux, à la déstabilisation du génome et ultimement à la mort. Les phénotypes sont 
particulièrement évidents au locus d’ADNr. Lors de la mitose, les mutants Smc5/6 
montrent des problèmes de résolution de ce locus et on y observe une accumulation de 
structures d’ADN reliant les chromatides soeurs (Torres-Rosell et al., 2005a; Lindroos 
et al., 2006; Torres-Rosell et a l, 2007a). L’origine de ces liens d’ADN n’est pas tout à 
fait claire.
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Smc5/6 est localisé aux fourches de réplication défectueuses, ou il serait 
impliqué dans leur réparation (Lindroos et a l, 2006). Lorsqu’exposées à des agents 
endommageant l’ADN, des cellules portant des allèles mutants du complexe accumulent 
des molécules d’ADN branchées, suggérant une fonction tardive dans la réparation par 
recombinaison (Ampatzidou et al., 2006; Branzei et a l, 2006; Chen et a l, 2009; Sollier 
et a l, 2009; Choi et a l, 2010). De plus, l’élimination de la recombinaison homologue 
augmente la viabilité des cellules portant les allèles mutants du complexe et réduit 
l’accumulation de ces structures d’ADN (Torres-Rosell et a l, 2005a; Cost et Cozzarelli,
2006). Ces observations suggèrent qu’en absence de Smc5/6, la recombinaison produit 
des intermédiaires toxiques pour la cellule. En effet, un phénotype de létalité 
synthétique est observé chez les levures combinant des mutations dans Smc5/6 et dans 
une variété d’hélicases, endonucléases et topoisomérases responsables de la résolution 
de telles structures (Verkade et a l, 1999; Morikawa et a l, 2004; Pebemard et al., 2004; 
Torres-Rosell et a l, 2005a; Cost et Cozzarelli, 2006; Chen et a l, 2009; Choi et al., 
2010).
Puisque l’élimination de la recombinaison homologue ne supprime que 
partiellement les phénotypes associées aux mutants du complexe, il a été proposé 
qu’une partie de ces structures persistant lors de la mitose provienne d’une réplication 
incomplète du locus d’ADNr (Torres-Rosell et a l, 2005a; Cost et Cozzarelli, 2006; 
Torres-Rosell et a l, 2007a; Bermudez-Lopez et al., 2010). De plus, le complexe 
Smc5/6 est toujours essentiel même après le remplacement du locus d’ADNr 
chromosomique par un locus d’ADNr plasmidique, indiquant des problèmes majeurs 
dans la ségrégation d’autre loci (Torres-Rosell et al., 2005a).
Smc5/6 et maintien des télomères
De nombreux indices laissent croire que le complexe Smc5/6 pourrait avoir un 
rôle à jouer dans le maintien de l’intégrité des télomères. En plus du locus d’ADNr, 
Smc5/6 est aussi enrichi aux télomères en conditions normales de croissance (Torres- 
Rosell et a l, 2005a; Lindroos et a l, 2006; Pebemard et al., 2008a). Plusieurs des 
phénotypes observés au locus d’ADNr suite à l’inactivation de Smc5/6 sont similaires à 
ceux observés aux télomères. Les mutants Smc5/6 ont de la difficulté à résoudre les 
télomères à 1’anaphase et ces problèmes sont encore plus dramatiques dans une cellule 
ou les télomères sont plus longs, comme suite à la délétion des gènes RIF1 ou RIF2
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(Torres-Rosell et al., 2005a). Plusieurs phénotypes télomériques sont associés à la perte 
de l’activité de sumoylation de Mms21 : télomères légèrement allongés, défaut dans 
l’agrégation des télomères et augmentation du TPE (Zhao et Blobel, 2005). Chez S. 
pombe, le complexe Smc5/6 est localisé aux régions sous-télomériques après une 
exposition à des agents génotoxiques, et ce phénomène dépend de la sumoylation de la 
sous-unité Nse4 par Mms21 (Pebemard et al., 2008a).
Une évidence supplémentaire d’un rôle du complexe Smc5/6 dans le maintien 
des télomères provient d’études sur les cellules cancéreuses ALT (Potts et Yu, 2007). 
Dans ces cellules, Smc5/6 est localisé aux corps APB, considérés comme des centres 
d’allongement des télomères. Cette localisation survient surtout en G2/M et coïncide 
donc avec le recrutement des télomères aux APB (Grobelny et al., 2000). La déplétion 
de sous-unités du complexe Smc5/6 par interférence à l’ARN empêche le recrutement 
des télomères aux corps APB et inhibe la recombinaison homologue aux télomères, 
causant un raccourcissement des télomères qui mène à la sénescence. Cette fonction de 
Smc5/6 dépend de la sumoylation de composantes des shelterines par MMS21. Les 
protéines RAP1, TIN2, TRF1 et TRF2 sont sumoylées, et la sumoylation de TRF1 et 
TRF2 par MMS21 est requise pour leur localisation aux APB (Potts et Yu, 2007).
Finalement, chez S. cerevisiae, les protéines aux fonctions télomériques Cdcl3, 
Rapl, Pifl, Ku70 et Ku80 peuvent être sumoylées, mais Mms21 n’est pas la seule 
SUMO ligase impliquée (Wohlschlegel et al., 2004; Zhao et Blobel, 2005; Hang et al.,
2011). Par exemple, il a été montré dans une étude récente que la sumoylation de la 
protéine Cdcl3 régule négativement la taille des télomères (Hang et al., 2011).
HOMÉOSTASIE DES TÉLOMÈRES HUMAINS
Les variations de taille des télomères dans les cellules humaines
La multitude d’acteurs jouant un rôle dans la biologie des télomères témoigne de 
l’importance du maintien des extrémités chromosomiques. Les conséquences d’une 
dysfonction de la télomérase chez un organisme unicellulaire comme la levure ont été 
abordées. Mais, le portrait est très différent chez un organisme pluricellulaire complexe 
comme l’homme. En effet, alors que la télomérase de levure est exprimée 
constitutivement, la télomérase humaine n’est pas exprimée dans la plupart des cellules 
somatiques normales. En conséquence, les télomères raccourcissent graduellement avec
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les divisions cellulaires, tel qu’observé dans des fibroblastes en culture (Harley et al., 
1990). Ce phénomène d’érosion est également corrélé avec l’âge par des études de 
population utilisant des cellules somatiques (Hastie et al., 1990). Cette incapacité à 
maintenir les télomères peut expliquer l’observation de Leonard Hayflick où la 
croissance des cellules en cultures est bloquée après un nombre limité de divisions 
cellulaires (Hayflick, 1965). La « limite de Hayflick » est donc causée par la sénescence 
réplicative des cellules ayant une activité télomérase insuffisante au maintien des 
télomères (Figure 12). En absence de points de contrôle du cycle cellulaire, certaines 
cellules poursuivent au-delà de la sénescence jusqu’à atteindre une autre barrière. A ce 
stade de crise, les télomères très courts et non fonctionnels peuvent entrer dans des 
cycles de B/F/B. Éventuellement, cette instabilité génomique va permettre à de rares 
cellules d’échapper à la crise et de rétablir la croissance en réactivant la télomérase ou 
en empruntant la voie ALT (Shay et Wright, 2012) (Figure 12).
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Figure 12. Variation de taille des télomères en fonction des divisions pour 
différents types cellulaires. Voir le texte pour une description plus détaillée. Modifié 
de (Shay et Wright, 2012).
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La principale source d’érosion des télomères est attribuée au problème réplicatif 
terminal. La perte de séquences est de l’ordre de 50-200 pb par division (Harley et al., 
1990; Huffman et al., 2000). Ce niveau d’érosion est consistant avec une résection 
extensive du brin 5' C-riche ou une synthèse incomplète du dernier fragment d’Okazaki. 
Des dommages à l’ADN et des événements de recombinaison pourraient aussi participer 
à la perte de séquences télomériques (von Zglinicki, 2000; Oikawa et al., 2001; Wang et 
al., 2004). Mais en général, il n’y a pas de changement de taille des télomères dans les 
tissues post-mitotiques, mais seulement dans les tissus prolifératifs.
La majorité des cellules cancéreuses et des cellules immortalisées en culture 
montrent une forte activité télomérase, ce qui est consistant avec leur potentiel réplicatif 
illimité (Kim et al., 1994). Mais plusieurs cellules normales ont un certain niveau 
d’activité télomérase, ou ont la capacité d’exprimer la télomérase dans certaines 
conditions. La fonction de ces cellules est souvent intimement liée à leur 
capacité de se diviser. Les cellules germinates ont évidemment la capacité de maintenir 
la taille de leurs télomères (Wright et al., 1996). Ensuite, les cellules souches 
hématopoïétiques, sur lesquelles repose la formation des cellules sanguines tout au long 
de la vie de l’organisme, montrent une forte activité télomérase (Elwood, 2004). 
Globalement, tous les types de cellules souches présentent une activité télomérase. La 
prolifération cellulaire est au centre d’une réponse immunitaire efficace. De ce fait, les 
lymphocytes peuvent aussi activer la télomérase suite à une stimulation antigénique 
(Hodes et al., 2002). L’érosion des télomères dans les cellules du système immunitaire 
est illustrée plus loin (Figure 16). Cependant, malgré l’action de la télomérase, seules 
les cellules germinales, les cellules souches embryonnaires, ainsi que les cellules 
tumorales sont capables d’empêcher indéfiniment le raccourcissement des télomères 
(Figure 12).
La taille des télomères est très variable entre les chromosomes, entre les cellules 
et entre les individus (Lansdorp et a l, 1996). Depuis les observations initiales d’un 
raccourcissement des télomères avec l’âge, plusieurs études ont exploré les liens entre le 
vieillissement et la taille des télomères (dans les leucocytes, pour la plupart). Toutes 
s’entendent sur le fait que la taille des télomères est très variable pour des individus du 
même âge (Figure 13). Cette hétérogénéité provient en partie des différences de taille de 
télomères à la naissance et des taux d’érosion variables. (Zeichner et a l, 1999; Okuda et 
al., 2002; Aubert et al., 2012). Les différences de taille à la naissance peuvent déjà 
atteindre 4 kpb, pour ensuite possiblement s’accentuer au cours de l’âge adulte. Des
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déterminants génétiques et environnementaux sont responsables de ces variations. Une 
partie de l’hétérogénéité est aussi attribuable aux techniques de mesure (voir plus loin la 
section « Méthodes de mesure de la taille des télomères », ainsi que la Discussion) 
(Aubert et al., 2012). Néanmoins, des tendances peuvent être identifiées. Le taux 
d’érosion des télomères des lymphocytes est extrêmement élevé dans la première année 
de vie, reflétant probablement l’énorme besoin cellulaire généré par l’établissement du 
système immunitaire et la croissance rapide du corps. Ce taux diminue par la suite, mais 
demeure relativement élevé jusqu’à la fin de l’adolescence ou il est estimé à environ 40 
pb par année pour le reste de la vie adulte (Aubert et a l, 2012).
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Figure 13. Variation de taille des télomères des lymphocytes en fonction de l’âge.
La taille des télomères d’individus sains est mesurée par une technique de fluorescence 
(flow FISH). Chaque point représente un individu. L’âge des donneurs s’étend de la 
naissance à 102 ans. Les rectangles représentent les points de cassure dans les lignes de 
régression linéaires et les pointillés définissent les 3 groupes d’âges classés selon le 
changement du taux d’érosion des télomères. Les groupes d’âge sont : <1 an, 1-18 ans 
et 19-102 ans. La partie ombragée représente l’estimation de la taille de l’ADN sous- 
télomérique. Modifié de (Aubert et al., 2012).
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Maladies et télomères
L’abondance de mécanismes impliqués dans le maintien de l’intégrité des 
extrémités chromosomiques illustre bien l’importance des télomères au niveau 
cellulaire, mais également au niveau de l’organisme, puisque plusieurs maladies ont été 
associées à une dysfonction des télomères. Chez l’humain, les différents syndromes 
peuvent affecter des systèmes aussi variés que les systèmes pulmonaire, hépatique et 
sanguin. La dyskératose congénitale (DC) est une des plus sévères maladies héréditaires 
reliées à une dysfonction des télomères (Nelson et Bertuch, 2012). Elle se manifeste 
classiquement par des symptômes particuliers au niveau des ongles, de la bouche et de 
la pigmentation de la peau, mais cause également une déficience dans la génération de 
cellules sanguines. De plus, les individus souffrant de DC montrent une susceptibilité 
accrue à développer certains cancers (Alter et al., 2009). La connexion entre la DC et 
les télomères a été rendue possible grâce à la détection chez des malades de mutations 
dans un gène codant pour une sous-unité de la télomérase, la dyskérine (Heiss et al., 
1998; Mitchell et al., 1999a). Conséquemment, les télomères des patients atteints de DC 
sont anormalement courts (Vulliamy et a l, 2001; Alter et al., 2007), résultant dans la 
majorité des cas d’une haploinsuffisance de la télomérase (Marrone et al., 2004). Des 
défauts dans le maintien des télomères peuvent aussi causer d’autres syndromes 
d’insuffisance médullaire, comme l’anémie aplasique et la leucémie myéloïde aiguë, 
ainsi qu’une cirrhose hépatique et une fibrose pulmonaire (Calado et Young, 2009). Le 
point commun unissant la plupart des individus souffrant de ces maladies est qu’ils 
présentent des mutations dans des gènes impliqués dans la biologie des télomères. À ce 
jour, des mutations dans 8 gènes (DKC1, TERC, TERT, TINF2, NOP10, NHP2, TCAB1 
et CTC1) ont été identifiées (Savage et Bertuch, 2010; Anderson et a l, 2012). 
Cependant, le lien entre la dysfonction des télomères et la pathogénèse des différentes 
maladies n’est pas clair dans tous les cas.
Les observations que les télomères raccourcissent avec l’âge (des études de 
population) et qu’ils sont impliqués dans le vieillissement (au niveau cellulaire) ont 
inspiré plusieurs chercheurs à considérer la taille des télomères comme un marqueur 
biologique de vieillissement. Bien qu’il existe des évidences supportant cette hypothèse, 
d’autres études sont nécessaires (Mather et a l, 2010). Certains font même de la 
longueur des télomères un indicateur de longévité, mais les études épidémiologiques ne 
s’entendent pas sur la question (Cawthon et al., 2003; Bischoff et al., 2006; Kimura et 
al., 2008; Njajou et al:, 2009; Heidinger et al., 2012). Les relations entre la taille des
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télomères et le risque de développer plusieurs maladies reliées au vieillissement ont 
quand même été explorées. Pour des raisons pratiques, ces études utilisent 
principalement les cellules du sang périphérique. Entre autres, des associations ont été 
observées avec des maladies cardiovasculaires (Samani et al., 2001; Ogami et al., 
2004), des cancers (Wu et al., 2003; Willeit et al., 2010) et l’Alzheimer (Panossian et 
al., 2003). Mais encore une fois, le lien entre la taille des télomères et la pathogénèse 
des différentes maladies reste souvent inexpliqué.
La polyarthrite rhumatoïde
La polyarthrite rhumatoïde (PR) est une maladie dont la prévalence augmente 
avec l’âge qui affecte environ 1% de la population (Scott et al., 2010). La PR est une 
maladie auto-immune complexe caractérisée par une inflammation chronique causant 
une destruction progressive des articulations. En plus de la détérioration de la qualité de 
vie due à la déformation et à la destruction des articulations, la maladie peut mener à 
des complications cardiovasculaires et à une mort précoce.
Bien qu’aucune cure ne soit disponible, ces dernières années ont vu apparaître de 
nouveaux médicaments efficaces, quoique dispendieux, permettant de contrer l’érosion 
irréversible des articulations. De plus, la probabilité de rémission est grandement 
augmentée lorsque les traitements sont administrés très tôt après le début de la maladie, 
ce qui suggère l’existence d’une « fenêtre thérapeutique » (Figure 14) pendant laquelle 
le traitement serait optimal (Goekoop-Ruiterman et al., 2005; Aletaha et al., 2007; 
Cush, 2007). Le problème est qu’en plus d’un diagnostic précoce difficile, il n’existe 
pas encore de très bons marqueurs pronostiques permettant de discriminer les patients 
qui développeront une arthrite sévère, de ceux dont l’inflammation disparaitra avec peu 
ou pas de traitement.
Le mécanisme pathologique menant à la PR n’est pas complètement élucidé, 
mais l’inflammation et le stress oxydatif font partie du processus. Les lymphocytes T 
s’infiltrent activement au niveau de la membrane synoviale de l’articulation, où ils 
participent à la formation d’autoanticorps et de cytokines pro-inflammatoires ; 
cependant presque toutes les cellules hématopoïétiques ont été impliquées dans la 
maladie (Goronzy et Weyand, 2005). Il n’y a pas encore d’évidence pour des 
autoanticorps dirigés contre des antigènes spécifiquement articulaires. Les autoanticorps 
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Figure 14. Développement de la polyarthrite rhumatoïde dans le temps et 
possibilité d’une fenêtre thérapeutique pour un traitement optimal. Modifié de 
(Klareskog et al., 2009).
portion Fc des immunoglobulines, et les anticorps dirigés contre des antigènes 
citrullinés (le plus fréquemment identifiés à l’aide de l’essai anti-CCP, ou peptide 
citrulliné cyclique).
Plusieurs facteurs de risque pour le développement de la PR ont été identifiés 
(Figure 15). La contribution relative des facteurs génétiques est estimée à environ 50%, 
laissant le reste à des facteurs environnementaux et stochastiques (MacGregor et al., 
2000). Plusieurs loci ont été associés à la PR, mais le plus important facteur de risque 
génétique est le locus FILA (human leucocyte antigen) situé dans la région du complexe 
majeur d’histocompatibilité (CMH) (Barton et Worthington, 2009). Cette association 
avec des allèles du locus HLA présentant une séquence commune a mené à l’hypothèse 
de l’épitope partagé (Gregersen et al., 1987). Selon cette hypothèse, l’épitope partagé 
pourrait être impliqué dans la présentation d’antigènes pouvant déclencher la PR. Parmi 
les facteurs de risque environnementaux, notons la cigarette et le contact avec certains
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Figure 15. Facteurs déterminants dans l’érosion des télomères et le développement 
de la polyarthrite rhumatoïde. En plus de l’âge, plusieurs facteurs de risque 
génétiques et environnementaux contribuent au développement de la PR. Les plus 
importants facteurs génétique et environnemental sont le locus HLA-DR et la cigarette, 
respectivement. L’inflammation chronique, le stress oxydatif, le stress réplicatif imposé 
par une prolifération cellulaire accrue, et l’activité télomérase inadéquate sont 
impliqués dans l’érosion des télomères. L’érosion accélérée des télomères chez les 
patients atteints de PR mène la sénescence prématurée du système immunitaire. 
L’accumulation de dommages à l’ADN, conséquence d’un défaut dans les mécanismes 
de réparation de l’ADN, participe aussi à l’immunosénescence. Les étapes menant par 
la suite à la sélection d’un répertoire de cellules T autoréactives restent indéterminées.
agents infectieux (Oliver et Silman, 2006). Mais le principal facteur de risque demeure 
l’âge. Une association entre la PR et le vieillissement est également suggérée par 
plusieurs études. En effet, le système immunitaire des patients atteints de PR regroupe 
des anomalies observées chez des individus sains, mais plus âgés : diminution de 
cellules T naïves et augmentation de cellules T mémoire, perte d’expression du 
récepteur CD28, contraction du répertoire des récepteurs des cellules T (TCR) et 
apparition de marqueurs de sénescence (Goronzy et al., 2010). De plus, lorsque
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stimulées, les cellules T naïves de patients atteints de PR sont incapables d’atteindre les 
mêmes niveaux d’expansion clonale que les cellules de sujets sains (Koetz et a l, 2000). 
Le système immunitaire des patients souffrant de PR montre donc des signes de 
sénescence prématurée.
Les télomères dans la polyarthrite rhumatoïde
Une des principales caractéristiques du vieillissement cellulaire est évidemment 
l’érosion des télomères. Il a été observé que les télomères de certaines cellules du 
système immunitaire de patients atteints de PR établie étaient significativement plus 
courts que ceux d’individus sains du même âge (Koetz et al., 2000; Schonland et al., 
2003; Steer et a l, 2007; Colmegna et Weyand, 2011). Notons que des télomères courts 
ont également été rapportés dans plusieurs autres maladies inflammatoires (Georgin- 
Lavialle et al., 2010). Ces maladies ont en commun l’inflammation chronique et le 
stress oxydatif, deux phénomènes qui sont aussi impliqués dans l’érosion des télomères 
(Figure 15). Dans le cas de la PR, les patients présentent des télomères dont la taille 
s’apparente à ceux d’individus en santé, mais beaucoup plus âgés. Les différences de 
taille permettent d’estimer un vieillissement prématuré d’environ 30 ans (Colmegna et 
al., 2008; Hohensinner et al., 2011). Ces observations sont généralement interprétées 
comme indiquant une prolifération excessive des lymphocytes T due au processus 
d’autoimmunité.
Cependant, plusieurs données suggèrent que ce phénotype télomérique n’est pas 
uniquement la conséquence d’une stimulation antigénique chronique. L’érosion 
prématurée des télomères n’est pas seulement remarquée dans les cellules T mémoire, 
mais également dans les cellules T naïves (Figure 16). L’érosion aggravée affecte aussi 
les granulocytes (Schonland et al., 2003), des cellules ayant une courte durée de vie ne 
se divisant pratiquement pas, et donc qui reflètent assez bien l’historique réplicatif des 
cellules souche hématopoïétiques (Robertson et a l, 2000). En effet, les télomères des 
cellules hématopoïétiques précurseur sont plus courts chez les patients atteints de PR 
que chez les sujets sains, et tout comme chez les cellules T naïves, leur nombre et leur 
capacité de prolifération sont diminués (Colmegna et a l, 2008). En plus, le niveau 
d’érosion des séquences télomériques ne semble pas être associé à la durée des 
symptômes (Koetz et a l, 2000; Steer et al., 2007; Colmegna et al., 2008). Les autres 
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Figure 16. Érosion des télomères dans les cellules du système immunitaire. Étapes 
de différentiation et de prolifération contribuant à la sénescence réplicative des cellules 
du système immunitaire. Les chromosomes sont illustrés en bleu et les télomères en 
jaune. Les cellules souche hématopoïétiques de la moelle osseuse sont les moins 
différentiées et présentent les télomères les plus longs. Ces cellules peuvent se diviser 
pour assurer leur renouvellement (1). Elles peuvent aussi se différentier pour produire 
les cellules précurseures des lignées myéloïde et lymphoïde (2), qui, à leur tour, se 
différentieront, entre autres, en granulocytes et en cellules T naïves (2). Les 
granulocytes ayant une courte durée de vie et se divisant peu, reflètent bien l’historique 
réplicatif des cellules souche hématopoïétiques. Les cellules T naïves subiront un 
processus de sélection dans le thymus avant de regagner la circulation sanguine. 
L’expansion clonale d’une cellule T naïve suite à une activation antigénique via 
l’interaction CMH-Ag-TCR, mènera à la génération de cellules T mémoire (4). La 
prolifération homéostatique des cellules T contribue également à l’érosion des 
télomères (3). Les cellules T mémoire pleinement différentiées montrent les télomères 
les plus courts et le potentiel réplicatif le plus faible. CMH, complexe majeur 
d’histocompatibilité ; TCR, récepteur des cellules T ; Ag, antigène. Modifié de (Aubert 
et Lansdorp, 2008).
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début de maladie, sans aggravation au cours de la progression de la 
maladie, suggérant que ces anomalies ne sont pas une conséquence de la PR, mais bien 
qu’elles précèdent le début de la maladie (Colmegna et al., 2008).
Une autre évidence d’un défaut fondamental dans la PR est l’association du 
génotype HLA-DRB1*04 (le principal facteur de risque génétique de prédisposition à la 
PR) avec la perte du marqueur CD28, et avec l’érosion accélérée des télomères des 
cellules T naïves et des granulocytes (Schonland et a i, 2003; Salmon et Akbar, 2004).
Donc le fait que le raccourcissement survienne au moins en partie au niveau des 
cellules souche hématopoïétiques, qu’il soit indépendant de la durée de la maladie et 
qu’il semble contrôlé génétiquement milite fortement en faveur d’un défaut 
fondamental dans la PR. Malgré tout, la possibilité que l’érosion des télomères observée 
dans la PR (et dans d’autres maladies autoimmunes) soit un défaut primaire 
prédisposant à la maladie ou secondaire à l’activation chronique des réponses 
immunitaires est encore sous débat.
En plus du stress réplicatif imposé par l’hyperactivité du système immunitaire, 
d’autres phénomènes pourraient entrainer cette érosion précoce des télomères, comme 
par exemple un défaut dans l’expression ou l’activité de la télomérase. En effet, la 
stimulation des cellules T naïves de patients atteints de PR ne réussit pas à augmenter 
l’activité télomérase au même degré que chez des sujets sains (Fujii et al., 2009). Mais 
le portrait n’est pas si simple, car une augmentation de l’expression de hTERT a aussi 
été rapportée (Yudoh et al., 1999; Tarhan et al., 2008). Un autre facteur contribuant au 
vieillissement cellulaire est l’accumulation de dommages à l’ADN. Dans les cellules T 
de patients atteints de PR, l’expression de certains facteurs de réparation de l’ADN, 
dont ATM, est réduite, et une augmentation des dommages à l’ADN est observée (Shao 
et al., 2009; Shao et a l, 2010). Donc, une activité télomérase non-optimale et une 
réparation de l’ADN inefficace exposent aussi la cellule T vieillissante à des problèmes 
de maintien de la stabilité génomique (Figure 15).
Cependant, les mécanismes précis par lesquels la sénescence accélérée du 
système immunitaire dans la PR font en sorte que des lymphocytes autoréactifs 
échappent au contrôle du système sont encore inconnus.
Bien qu’il y ait déjà 4 études épidémiologiques rapportant une perte accélérée de 
séquences télomériques, un autre groupe a publié récemment des résultats suggérant une 
augmentation de la taille des télomères chez les patients atteints de PR (Tamayo et al. ,
2010). Le principal défaut de ces études est qu’elles ont été réalisées sur des
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échantillons relativement petits : 25 (Colmegna et a l, 2008), 37 (Schonland et a l,
2003), 51 (Koetz et a l, 2000), 86 (Tamayo et a l, 2010) et 176 patients (Steer et a l,
2007). Ensuite, différentes méthodes de mesure de taille des télomères ont été utilisées, 
ce qui pourrait également expliquer cette apparente contradiction. Une étude analysant 
une vaste cohorte de patients atteints de PR est donc clairement requise pour, d’abord, 
confirmer les phénotypes télomériques des leucocytes et, ensuite, vérifier les 
associations possibles avec le HLA, la sévérité et la durée de la maladie, etc. De plus, 
aucune de ces études n’a exploré l’érosion des télomères de façon longitudinale en 
début de maladie. L’utilisation de la taille et de la vitesse d’érosion des télomères en 
tant que marqueurs pronostiques dans la prédiction de la sévérité et de la progression de 
la maladie est donc encore à évaluer.
METHODES DE MESURE DE LA TAILLE DES TELOMERES
Une étape critique dans le design de toute étude épidémiologique est le juste 
choix de la technique de mesure de la taille des télomères. Il existe plusieurs méthodes 
de mesure des télomères humains, dont les plus couramment utilisées sont : TRF, FISH, 
qPCR et STELA. Le FISH (fluorescence in situ hybridization) utilise des cellules et ne 
sera pas abordé puisque la présente étude utilise plutôt une banque d’ADN génomique 
de patients. Le principe des méthodes de mesure et la nature même des séquences 
mesurées sont brièvement décrits pour les trois méthodes utilisées dans cette étude, soit 
l’analyse des TRF, le STELA et le qPCR.
Mesure des télomères par analyse des TRF
Le principe de mesure de la taille des télomères par analyse des TRF réside dans 
la sélection de sites de restriction qui coupent fréquemment dans les chromosomes mais 
non dans les répétitions télomériques, ce qui produit un ADN génomique enrichi en 
fractions télomériques de haut poids moléculaire (Figure 17). Ces fragments 
télomériques, ou TRF, sont séparés par électrophorèse et visualisés par buvardage de 
type Southern en utilisant une sonde reconnaissant les séquences télomériques (de 
Lange et a l, 1990; Harley et al., 1990; Kimura et a l, 2010). La taille moyenne des 
télomères est ainsi estimée en comparant avec la migration d’un marqueur de poids 
moléculaire. La méthode ne mesure pas uniquement la taille des
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Figure 17. Régions détectées par les différentes méthodes de mesure de taille des 
télomères. La mesure des télomères par analyse des TRF utilise des sites de restriction 
(ciseaux) qui coupent fréquemment dans les chromosomes mais non dans les répétitions 
télomériques. La taille des télomères mesurée par TRF comprend une région sous- 
télomérique (barre verte) et une région de répétitions télomériques variantes (barres 
rouges), en plus des répétitions télomériques TTAGGG canoniques (barres bleues). La 
technique STELA mesure l’étendue des tailles d’un télomère donné grâce à l’utilisation 
d’une amorce reconnaissant une séquence unique dans la région sous-télomérique de ce 
télomère (flèche verte). La région amplifiée par STELA comprend les répétitions 
télomériques canoniques et variantes, ainsi qu’une courte séquence sous-télomérique. 
Puisque la position de l’amorce est connue, cette région sous-télomérique peut être 
soustraite de la mesure (barre blanche). La méthode par qPCR compare les signaux 
d’amplification obtenus avec des amorces télomériques (flèches bleues) avec les 
signaux obtenus pour l’amplification d’un gène unique dans le génome (barre et flèches 
orange). La mesure par qPCR comprend seulement les répétitions télomériques 
canoniques. Modifié de (Aubert et al., 2012).
répétitions télomériques TTAGGG canoniques, mais inclut également les régions de 
répétitions télomériques variantes et une portion de la région sous-télomérique (Figure 
17). Il s’agit de la méthode de référence utilisée pour évaluer la longueur des télomères 
des organismes eucaryotes. Demandant beaucoup de matériel, de travail et d’expertise, 
ce n’est toutefois pas toujours la technique de prédilection pour les études cliniques 
comportant un nombre élevé d’échantillons.
Mesure de la taille des télomères par STELA
La méthode STELA (Single Telomere Length Analysis), basée sur 
l’amplification spécifique d’un télomère, permet d’observer l’étendue des tailles d’un 
télomère donné (Baird et a l, 2003). Le principe repose sur un marquage de l’extrémité 
des télomères par ligation d’un oligonucléotide comportant une séquence unique.
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L’amplification des télomères par PCR utilise ensuite une amorce correspondant à cette 
séquence unique et une amorce reconnaissant une séquence unique dans la région sous- 
télomérique d’un télomère donné (Figure 17). Les produits de PCR sont séparés par 
électrophorèse et visualisés par buvardage de type Southern en utilisant une sonde sous- 
télomérique. La taille des bandes, correspondant chacune à un télomère amplifié, est 
évaluée en comparant avec la migration d’un marqueur de poids moléculaire. La région 
amplifiée inclut les répétitions télomériques canoniques et variantes, et puisque la 
position de l’amorce est connue, la région sous-télomérique peut être exclue de la 
mesure (Figure 17). Bien que plus sensible que la méthode TRF, le STELA nécessite 
une certaine expertise et peut être difficile à appliquer à une étude avec un large 
échantillon.
Mesure de la taille des télomères par qPCR
Il a longtemps été assumé que l’amplification quantitative des répétitions 
télomériques par PCR en utilisant des amorces 5'-(TTAGGG)n-3' et 5'-(CCCTAA)n-3' 
était impossible, à cause de la formation favorisée de dimères d’amorces. Cawthon a 
développé une technique qui contourne ce problème en utilisant une paire d’amorces 
particulière qui amplifie spécifiquement les répétitions télomériques tout en limitant la 
production de dimères d’amorces (Cawthon, 2002).
La méthode de mesure des télomères par qPCR requiert la normalisation des 
signaux d’amplification des répétitions télomériques par rapport aux signaux 
d’amplification d’un gène présent en une seule copie dans le génome (Figure 17). La 
méthode originale donnait une mesure relative de la taille des télomères (Cawthon, 
2002), mais une modification de la méthode permet de déterminer la taille absolue des 
télomères en kpb (O'Callaghan et al., 2008). Contrairement à l’analyse des télomères 
par TRF et par STELA, la mesure par qPCR comprend seulement les répétitions 
télomériques canoniques (Figure 17). Sensible et relativement simple, la technique par 
PCR est de plus en plus utilisée pour les études cliniques avec beaucoup d’échantillons.
Chacune des techniques de mesure des télomères possède des avantages et 
inconvénients en fonction de l’utilisation souhaitée. Il faut aussi être prudent dans les 
comparaisons entre les résultats obtenus de méthodes différentes puisqu’elles ne 
mesurent pas les mêmes séquences (Figure 17).
CHAPITRE 1
Abrupt telomere losses and reduced end-resection can explain accelerated 
senescence of Smc5/6 mutants lacking telomerase.
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Résumé
Les protéines SMC forment 3 complexes conservés essentiels impliqués dans la 
transmission des chromosomes lors de la division cellulaire. Le complexe Smc5/6 a été 
impliqué dans le maintien des télomères chez la levure et également dans les cellules 
cancéreuses, ou il pourrait agir dans une voie indépendante de la télomérase, mais 
dépendante de la recombinaison homologue. Nous avons investigué les rôles de SmcS/6 
dans le maintien des télomères chez S. cerevisiae, particulièrement au niveau de la 
survie sans télomérase. En absence de télomérase, la croissance des cellules portant des 
allèles mutants du complexe SmcS/6 est dramatiquement arrêtée. Cette sénescence 
accélérée ne semble pas être causée par une perte généralisée de séquences 
télomériques. La fonction de SmcS/6 serait partiellement indépendante de la 
recombinaison homologue. Chez les cellules dont la fonction de Smc5/6 est affectée, le 
séquençage de télomères a révélé une haute fréquence d’événements pouvant être 
associés à des cassures d’ADN au niveau des séquences télomériques. Nous proposons 
que chez S. cerevisiae, le complexe Smc5/6 est nécessaire pour la réplication et la 
réparation complète des régions télomériques, assurant une séparation adéquate des 
télomères lors de la division cellulaire.
ABSTRACT
The highly conserved Structural Maintenance of Chromosome (SMC) proteins 
are crucial for the formation of three essential complexes involved in high fidelity 
chromosome transmission during cell division. Recently, the Smc5/6 complex has been 
reported to be important for telomere maintenance in yeast and also in cancerous human 
ALT cells, where it could function in a homologous recombination-based (HR) 
telomere maintenance pathway. Here, we investigate the possible roles of the budding 
yeast SmcS/6 complex in maintaining appropriate chromosome end-structures allowing 
cell survival in absence of telomerase. The results show that cells harbouring mutant 
alleles of genes encoding Smc5/6-complex proteins rapidly stop growing after 
telomerase loss. Furthermore, this telomerase-induced growth arrest is much more 
pronounced as compared to cultures with a functional SmcS/6-complex. Bulk telomere 
sequence loss is not increased in the mutant cells and the evidence suggests that SmcS/6 
slows senescence through a partially HR-independent pathway. We propose that in 
yeast, the Smc5/6-complex is required for efficient and timely termination of DNA 
replication and repair at telomeres to avoid stochastic telomere loss during cell division. 
Consistent with this hypothesis, sequencing of telomeres from telomerase-positive 
smc5/6 mutant cells revealed a higher frequency of telomere breakage events. Finally, 
the results also show that on dysfunctional telomeres, the generation of 3'-single 
stranded DNA is impaired, suggesting that the complex may also participate in the 
formation of single-stranded overhangs which are thought to be the substrates for 
telomere repeat replenishment in the absence of telomerase.
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1. INTRODUCTION
Chromosome stability and faithful transmission during cell division are 
processes of utmost importance for cell viability. Structural Maintenance of 
Chromosome (SMC) proteins constitute the core of multi-subunit complexes that play 
fundamental roles in many aspects of chromosome organization and dynamics [1,2]. 
These proteins are evolutionary conserved and organize into a unique architecture in 
that they form long coiled-coil arms, folded back at a hinge domain, bringing together 
two globular head domains located at each end of the respective proteins [3,4]. 
Eukaryotes possess at least six SMC proteins, Smcl-6, that form three distinct 
heterodimers in specific combinations. For example, the SMC subunits Smcl and Smc3 
are associated with two non-SMC subunits, Mcdl (or Sccl) and Scc3, to form the 
cohesin holocomplex [1,2]. Cohesin maintains cohesion between sister chromatids 
starting in S-phase during DNA replication until the onset of chromosome segregation 
in M-phase of the cell cycle. Cohesin is also important in the repair of DNA double­
strand breaks (DSBs) [5-7]. The Smc2 and Smc4 proteins, together with the non-SMC 
subunits Bml, Ycs4 and Ycgl, form the condensin complex. Condensin is responsible 
for the compaction of chromosomes that is required for the proper segregation and has 
also been shown to participate in DNA repair [8,9].
The Smc5-Smc6 heterodimer forms the core of the third complex, known only 
as the Smc5/6 complex. In contrast to cohesin and condensin, much of the details of the 
function of the Smc5/6 complex still are unclear [10]. Smc5/6 complex components 
were first identified in screens for genes required for DNA damage repair [11-13]. At 
least six non-SMC elements (Nsel-6) are associated with Smc5 and Smc6 to form a 
functional complex [14-19]. Of the non-SMC proteins, Nse2 (also referred to as 
Mms21) contains a SP-RING domain associated with E3 SUMO (small ubiquitin-like 
modifier)-ligase activity [19-21]. So far, this constitutes the only confirmed enzymatic 
activity of the Smc5/6 complex. Nse2/Mms21 has been shown to sumoylate several 
components of the Smc5/6 and cohesin complexes and also telomere maintenance 
proteins [19-23].
Indeed, the Smc5/6 complex appears to have intricate connections to telomere 
biology. Telomeres are the nucleoprotein structures at the end of linear chromosomes 
and consist of G/C-rich DNA repeats with a 3' single-stranded overhang. Telomeres are
78
essential for chromosome stability; proteins associated with the telomeric cap protect 
the chromosome extremities against exonucleolytic degradation and recognition as 
DSBs [24,25]. Further, the enzyme telomerase is crucial for counteracting potential 
sequence losses during DNA replication and in most cases is required for an unlimited 
cell division potential [26,27]. However, in certain human cancerous cells and some cell 
lines, the essential maintenance of telomeric repeats is independent of telomerase and is 
rather based on recombination; a mechanism called Alternative Lengthening of 
Telomeres (ALT). The exact mechanism is still unknown, but could use unequal 
telomere sister chromatid exchanges or homologous recombination (HR)-dependent 
DNA replication [28-31]. A characteristic in ALT-cells is the recruitment of telomeres 
to specialized nuclear subcompartments called PML bodies (from promyelocytic 
leukemia), and they are known as APBs (ALT-associated PML bodies) [32]. Recent 
evidence from human cells shows that the Smc5/6 complex and proteins associated with 
HR also localize to APBs. In addition, hMms21/Nse2 sumoylates the telomere-binding 
proteins Trfl, Trf2, Tin2 and this modification of the Trfl and Trf2 proteins is required 
for the localization of telomeres to APBs. Moreover, RNAi knockdown of Smc5/6 
subunits in ALT cells inhibits telomere recombination, causes telomere shortening and 
increased cell senescence [22]. Hence, in human cells, the Smc5/6 complex functions in 
the ALT telomere maintenance pathway.
In the budding yeast Saccharomyces cerevisiae, all Smc5/6 subunits are essential 
[14,19], Hypomorphic mutations in the Smc5/6 subunits confer hypersensitivity to 
DNA-damaging agents [18,33,34], which does not seem to be due to checkpoint defects 
[35]. The Smc5/6 complex was shown to be recruited to induced DNA DSBs where it 
promotes repair by sister-chromatid recombination [36,37]. Recent studies also 
implicate the complex in the repair of stalled or collapsed replication forks, as 
replication in the presence of DNA damaging agents causes accumulation of X-shaped 
DNA structures in smc5/6 mutants [38-43]. This accumulation being dependant on HR 
and the fact that the temperature sensitivity of smc5/6 mutants is partially suppressed by 
RAD52 deletion suggests that in the absence of normal Smc5/6 function, repair by HR 
might produce toxic intermediates [34,38-44]. Smc5/6 is also required for the stability 
and the segregation of the repetitive chromosomal regions like the rDNA locus and 
possibly telomeres [44]. In contrast to the above, the rDNA segregation defect in the 
smc5/6 mutants could not be suppressed completely by abolition of HR [35]; it was thus
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proposed that this particular phenotype is caused by inappropriate mitosis in the 
presence of ongoing replication forks in the rDNA locus [35].
It has also been shown that in normal budding yeast cells, the Smc5/6 complex is 
enriched at telomeres [37,44]. Hypomorphic mutants of the Smc5/6 subunit mms21 
show a slight increase in telomere length, a defect in telomere clustering and an 
increased telomere position effect [19]. Finally, the Smc5/6 complex was recently 
implicated to counteract the accumulation of certain recombination intermediates at 
telomeres in senescing telomerase negative yeast cells [42]. However, there is no clear 
mechanism explaining how the Smc5/6 complex affects telomere maintenance in yeast.
Here we probe the function of the Saccharomyces cerevisiae Smc5/6 complex in 
telomere maintenance and recombination. The results show accelerated senescence of 
cells lacking telomerase and carrying mutant alleles of SMC5 or SMC6. This observed 
rapid senescence is not due to an increase in global telomere repeat losses and the 
evidence suggests that the Smc5/6 complex slows senescence, at least to a certain 
extent, through an HR-independent pathway. This accelerated senescence could be 
caused by a higher frequency of telomere breakage events, as suggested by the 
sequencing of telomeres from telomerase-positive smc5/6 mutant cells, which revealed 
a higher proportion of divergent distal telomeric repeat sequences.
The data also show that senescing yeast cultures display a pronounced delay of 
the recovery from senescence, an observation that could be ascribed to inefficient 
recombination. Indeed, when telomeres are deprotected by inactivation of key telomeric 
proteins in cells with mutant Smc5/6 alleles, there is a reduction in the generation of 3' 
single-stranded overhangs. Nevertheless, the two canonical types of recombination- 
dependant survivors of telomerase loss eventually still emerge from post-senescence 
cultures, indicating that in contrast to what was reported for mammalian ALT cells; in 
yeast the recombination based pathways for telomere maintenance do not absolutely 
require intact Smc5/6 function.
Taken together, our results are consistent with the hypothesis that the presence 
of the Smc5/6 complex at telomeres is required for efficient and timely termination of 
DNA replication and repair to avoid stochastic losses of telomere function. 
Furthermore, the generation of 3' single stranded overhangs at dysfunctional telomeres 
is impaired in Smc5/6 mutants, which may explain the delay to produce survivors 
observed in these strains.
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2. MATERIALS AND METHODS
2.1. Yeast strains, plasmids and media
All yeast strains were manipulated using standard procedures. All strains are 
derivatives of W303 (see Table SI in the supplementary material). The smc6-9 [44] 
temperature sensitive (ts) allele was introduced into strains using a one step gene 
replacement method with a natR cassette. The smc6-9 allele was introduced in the 
SMC6 locus using a PCR fragment kindly provided by L. Aragon. The smc5A::TRPl, 
tlcl Av.kanMX, rad52A::URA3 and yku80A::URA3 genomic disruptions were generated 
by PCR-mediated one step gene replacement. Proper integration of the mutant alleles 
and gene disruptions were confirmed by PCR amplification of the new junctions. The 
smc5-31 ts allele of the SMC5 gene [34] was present on the centromeric plasmid 
pGC251-31 (kindly provided by G. Cost). The mms21-ll strain [19] was a gift from X. 
Zhao.
2.2. Senescence and survival assays on plates and as cultures
To analyze the senescence and survival of cells without telomerase, diploids 
heterozygous for mutations in TLC1, the indicated SMC gene alleles and in some cases 
RAD52 were microdissected on YPD plates. Haploid spores with desired genotype were 
re-cultured directly from the microdissection plates assuming an estimated 20 
population doublings (PD) having occurred on this plate. In an alternative to 
microdissection, haploid tlclA  cells complemented with a wild type copy of the TLC1 
gene on a URA3 plasmid (pAZl) [45] were first streaked on 5-fluoroorotic acid (5- 
FOA) media. Colonies on 5-FOA plates were also estimated to have grown for 20 PD. 
Plate senescence and survival assays were then performed by successively streaking the 
tlclA strains every 3 days on YPD plates incubated at 30°C until survivors appeared. 
For the liquid senescence and survival assays [46], cells were picked from colonies of 
the microdissection plates, inoculated in YPD liquid media and grown to saturation. At 
this point cells have grown for an estimated additional 10 PD since microdissection (PD 
30 in total). The starting point in the assay is therefore set to 30 PD. Cell concentrations 
were estimated by optical density (660 nm). Cultures were then diluted to 2 x 10s 
cells/ml into fresh medium and incubated for 23 h. Cell concentrations were assessed 
and the culture again diluted to 2 x 105 cells/ml. This cycle was repeated until the
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growth of all the senescent strains was restored, or stopped after 15 days, if no survivors 
appeared. PD was calculated as log2(final cell concentration/starting cell concentration). 
The cell concentrations after each day of growth and PD since microdissection are 
documented as means ± standard errors (SE) of a minimum of 3 independent clones per 
genotype. The exact number is provided in the corresponding figure legends.
2.3. Spot test analysis of temperature sensitivity
Exponentially growing cells in YPD liquid media at 23°C were diluted serially 
by 10-fold with sterile distilled water and spotted onto YPD plates. The plates were 
incubated at 23,26,30 or 37°C for 2-4 days before photographs were taken.
2.4. Southern blot analysis of telomere structure
Southern blots to assess telomere lengths were performed as described 
previously [47]. Briefly, telomere restriction fragments (TRF) produced by Xhol 
digestion of 1 pg total yeast genomic DNA were separated by electrophoresis on 0.75% 
agarose gels, transferred on a Hybond-XL nylon membrane (Amersham) and detected 
by hybridization to a telomeric repeat-specific probe. Wild-type yeast telomeres end 
with about 300 bp of G1.3T/AC1-3 repeat DNA. Internal to these repeat tracts are 
conserved subtelomeric sequence elements, called X and Y' [48]. Xhol cleaves in the Y' 
sequence to liberate a ~1.3 kb terminal fragment that is often used to estimate telomere 
length. On the non-Y' telomeres, Xhol digestion liberates terminal restriction fragments 
of various sizes. For the length determinations reported here, telomere lengths were 
assessed on the terminal band corresponding to a Y'-telomere. Type I and type II post­
senescence survivors were distinguished by their known and distinct pattern of bands 
after Southern blot analysis [49,50].
2.5. Analysis of telomere shortening and cellular growth in cells lacking telomerase
In order to correlate telomere lengths with the gradual decrease in cellular 
growth, we used a modification of the liquid senescence assay described in Section 2.2. 
Haploid tlclA SMC6 or tlclA smc6-9 cells, complemented with the pAZl plasmid, were 
first streaked on 5-FOA plates and grown for 4 days at 23°C. For each strain, 30 
colonies of roughly the same size were then picked and inoculated in 3 ml of YPD 
media. Half of this starting culture was used immediately to extract genomic DNA and
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is considered as the point zero (0). The remaining culture was diluted to 0.5 x 107 
cells/ml, as estimated by optical density (660 nm), divided in two cultures, and allowed 
to grow for 6 h at 30°C. At that point, an aliquot of the cultures was taken for DNA 
extraction (6 h). Cell concentrations were assessed; the cultures diluted to 0.3 x 107 
cells/ml and allowed to grow for an additional 6 h at 30°C. Aliquots were again taken 
for DNA extraction (12 h) and the remaining cultures diluted to 0.1 x 107 cells/ml. After 
an additional 8 h at 30°C, cell concentrations were assessed and DNA extracted (20 h). 
Southern blots to assess telomere lengths were performed as described in Section 2.4.
2.6. Telomere PCR, cloning and sequence analysis
Telomere PCR was performed essentially as described [51,52]. Briefly, genomic 
DNA was extracted from wild-type and smc6-9 strains after an estimated 30 generations 
of clonal expansion at 30°C. Next, DNA was heat denatured and tailed with dCTP and 
terminal transferase. The telomere ends of chromosome IL were amplified using o286S 
Mlul and dGig-BamHI primers. PCR products were separated on an agarose gel and 
apparent fragments in the size range of 250-600-bp were excised and cloned using the 
pGEM-T Easy Vector System (Promega). Individual clones were sequenced at the 
Plateforme de séquençage et de génotypage (CRCHUL). Telomere sequences were 
aligned and sequence divergence was detected using the GeneTool 1.0 software 
(BioTools Inc.). Results are presented as histograms where each vertical bar represents 
one telomere sequence.
2.7. Non-denaturing in-gel hybridization analysis of telomeric G-tails at uncapped 
telomeres
For yKu80 telomere uncapping experiments, exponentially growing yku80A 
strains in YPD at 23°C were diluted to 0.4 x 107 cells/ml and shifted to 30°C or 37°C 
for 4 h, followed by isolation of total genomic DNA. Analysis of telomeric G-tail 
overhangs by non-denaturing in-gel hybridization was performed essentially as 
described previously [47,53]. Gels were exposed to a Phosphorlmager screen and 
signals were quantified using the IMAGE-QUANT software. For each lane, single­
stranded signals corresponding to G-tails were estimated by quantification of the Y'- 
terminal restriction fragment (~1.3 kb band). Total DNA loading variations between 
lanes were taken into account by quantifying the portion of the denatured gel
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corresponding to the total amount of Y1 TRF. Comparison of telomeric single-stranded 




3.1. Mutations in components of the Smc5/6 complex accelerate senescence of cells 
lacking telomerase
The Smc5/6 complex being essential for cell proliferation, we used temperature- 
sensitive alleles of SMC6 and SMC5 (smc6-9 and smc5-31) to investigate the role of the 
complex in telomere maintenance in budding yeast. Cells carrying these hypomorphic 
alleles show DNA damage sensitivity, partially affected growth at semi-permissive 
temperature (30°C) and catastrophic mitoses at restrictive temperature (37°C) [34,44]. 
Yeast provides an interesting model to study cellular senescence triggered by telomere 
dysfunction and recombination-based telomere maintenance mechanisms. Inactivation 
of key telomerase complex subunits causes progressive telomere shortening resulting in 
severe growth defects and eventually cell death [54]. However, rare survivors escape 
senescence by using HR-dependant mechanisms to maintain their telomeres [49,50].
In this study, we inactivated telomerase by deleting TLC1, die gene encoding the 
RNA template component of the enzyme [55], Senescence assays revealed an 
accelerated rate of senescence in cells lacking telomerase and possessing mutant alleles 
of the Smc5/6 complex at 30°C (Fig. 1, Fig. SI). In a plate assay, senescence, as 
observed after re-streaking of single colonies, appeared very rapidly in the tic Its. smc5- 
31 and tlclA smc6-9 strains: already the first colony formed after microdissection 
contained a majority of cells hardly growing upon restreaking (Fig. 1A). However, 
continued serial re-streaking of these senescing cells still lead to appearance of survivor 
colonies after the fourth round. By comparison, the tlclA  strain shows a decrease in 
colony size and density in the third and fourth streakings (Fig. 1A), but this senescence 
phenotype is rather subtle and can be more easily observed in liquid assays (see below 
and Fig. IB bottom graph).
In order to analyze more quantitatively the senescence and survival phenotypes 
of cells without telomerase, we performed liquid senescence assays. The cell 
concentrations after each day of growth and corresponding PD since loss of telomerase 
were determined as described in Section 2 and correlated to the ability of the culture to 
regrow in overnight incubations (Fig. IB). Although the smc6-9 culture grew back to 
lower cell densities as compared to wild-type cultures after each dilution, this slower 
growth rate was constant during the entire assay and thus not linked to senescence (see 
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Figure 1. Accelerated senescence of strains lacking telomerase and harbouring 
mutant alleles of genes encoding the Smc5/6 complex. (A) Senescence experiments 
were performed by repeatedly streaking indicated strains on YPD plates incubated at 
30°C until survivors appeared. Number of streaks after sporulation is indicated on the 
left. Relevant genotype of strains and position on plate is indicated on top. WT, wild- 
type. (B) Liquid senescence assays were performed with indicated strains by inoculating 
2 x 105 cells per ml, culturing for 23 h at specified temperatures, determining cell 
concentrations, and then repeating this procedure until survivors emerged. The cell 
concentrations after each day of growth and population doublings since sporulation 
(PD) are graphed. Haploid cells derived from microdissection plates have grown for 
about 20 PD without TLC1. In the first liquid culture after microdissection, cells have 
grown for an estimated additional 10 PD. The starting point in the assay is therefore set 
to 30 PD. Results are the means ± standard errors (SE) of a minimum of 4, 6 or 3 
independent clones per genotype for the 23,26 and 30°C assays, respectively.
senescence phenotype characterized by gradual reduction of cell densities, followed by 
the appearance of survivors and the restoration of near wild-type growth (Fig. IB). Like 
the plate senescence assay, liquid assays revealed premature senescence in cells lacking
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telomerase and harbouring the smc6-9 mutant allele. Moreover, exposing the tlclA 
smc6-9 cells to increasing temperatures accelerated the onset of senescence, starting 
from around 65 PD at 23°C, to 50 PD at 26°C, and to 40 PD at 30°C. hi contrast, 
increasing the temperature has no significant impact on the start of senescence in tlclA 
cultures (65-70 PD). To recover from the senescent state, the tlclA smc6-9 cultures 
needed 4 dilutions at 23°C and 6 dilutions at 26°C and 30°C. By comparison, tlclA 
cultures also needed 4 dilutions at 23°C but only 2-3 dilutions at 26°C and 30°C. 
Therefore, the senescent state persisted for a longer time in the tlclA smc6-9 strain. 
Elevated temperature (30°C) also caused the tlclA smc6-9 cultures to attain lower cell 
densities (0.9 x 106 cells/ml) than the tlclA  cultures (1.8 x 107 cells/ml). The required 
PD to establish survivors in the tlclA smc6-9 and tlclA strains roughly match at 23°C 
and 26°C (80-90 PD); while this establishment is reached faster for the tlclA smc6-9 
cultures at 30°C (about 65 PD; Fig. IB bottom panel). Similar results were obtained 
with the tlclA smc5-31 strain (see Fig. SIB in the supplementary material). We 
conclude that senescence of telomerase defective cells occurs after fewer PD and leads 
to a more pronounced growth arrest in the absence of a fully functional Smc5/6 
complex. This phenomenon was also recently observed in a yeast strain of different 
genetic background [42].
3.2. Accelerated senescence is not due to an increase in bulk telomere sequence loss
In the presence of active telomerase, smc6-9 and smc5-31 cells maintain 
telomere lengths that appear slightly increased but overall are very comparable to those 
of wild-type cells (data not shown; see below Section 3.6). In order to examine the 
reason for the accelerated senescence of the tlclA smc6-9 cells observed above, we 
compared telomere lengths with the gradual reduction in cell densities. We used a 
modification of the liquid senescence assay and a Southern blot analysis of Xhol- 
digested genomic DNA extracted from the cultures grown at semi-permissive 
temperature. The growth and telomere shortening of two cultures of the tlclA  and tlclA 
smc6-9 strains each were analyzed. The starting cultures of the tlclA and tlclA smc6-9 
strains were adjusted to a concentration of 0.5 x 107 cells/ml, and after 6 h of growth at 
30°C, both the tlclA and the tlclA smc6-9 cultures attained cell densities of about 1-2 x 
107 cells/ml (Fig. 2A). In both strains, only a slight loss of telomere sequences could be 
detected between points 0 and 6 h and the extent of this loss was indistinguishable
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Figure 2. Rapid senescence of the smc5/6 mutants lacking telomerase is not due to 
an increase in bulk telomere sequence loss. Comparison between the gradual 
reduction in cell regrowth of telomerase negative cells and their telomere lengths. (A) 
Culture senescence was assessed via a modification of the liquid regrowth assay 
described in Fig. 1. After telomerase loss on 5-FOA plates, 30 colonies of the tic là  
SMC6"1 and tic là  smc6-9 strains were inoculated in YPD media and these starting 
cultures were diluted to 0.5 x 107 cells/ml (0 h). Each culture was divided in two and 
allowed to grow for 6 h at 30°C before cell concentrations were assessed (6 h). The 
cultures were next diluted to 0.3 x 107 cells/ml and allowed to grow for another 6 h (12 
h). At this point, the cell densities were again estimated, the cultures diluted to 0.1 x 107 
cells/ml, and allowed to regrow for an additional 8 h (20 h). (B) Genomic DNA was 
extracted from an aliquot of the cultures before each dilution, at 0, 6, 12 and 20 h. 
Southern blot to assess telomere lengths was performed as described in Section 2.4. M, 
size marker; WT, wild-type.
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between the two (Fig. 2B). However, after an additional 6 h at semi-permissive 
temperature, the tlclA  cultures had re-grown from 0.3 x 107 cells/ml to 2.4 x 107 
cells/ml, whereas the tlclA smc6-9 cultures attained only 0.7 x 107 cells/ml, suggesting 
that the latter cultures already contained senescing cells (Fig. 2A). In contrast, there are 
no significant losses of telomeric sequences between points 6 h and 12 h in either strain 
(Fig. 2B). Finally, after a total of 20 h at 30°C, tlclA smc6-9 cultures hardly recovered 
after dilution, growing from 0.1 x 107 cells/ml to 0.3 x 107 cells/ml, while the tlclA 
cultures did not yet show any sign of senescing (0.1 x 107 cells/ml to 3.7 x 107 cells/ml). 
At this last point, there still is no dramatic difference in the telomeric restriction 
fragment pattern between the two strains (Fig. 2B), although the tlclA smc6-9 cultures 
are clearly senescing. In separate and independent experiments, we also measured 
telomere shortening as a function of population doublings and could not detect any 
changes in telomere attrition rates between tlclA and tlclA smc6-9 cultures (data not 
shown). These data are inconsistent with the hypothesis that tlclA smc6-9 cells display 
earlier growth arrest because of increased global telomeric sequence losses.
3.3. Smc5/6 slows senescence through an HR-independent mechanism
Telomere maintenance without telomerase almost invariably requires Rad52p 
[49,50,56], a protein essential for most types of HR [57]. We thus wanted to confirm 
this RAD52 requirement for survivor formation in cells carrying the smc6-9 allele. 
Indeed and similar to the behavior of tlclA rad52A cultures, tlclA rad52A smc6-9 
cultures are unable to recover from senescence and do not form survivors at 26°C (Fig. 
3A). Hence, survivors arising from tlclA smc6-9 cultures use an HR-dependent 
mechanism to maintain their telomeres.
HR is also important for cell survival during senescence as tlclA radS2A cells 
senesce more rapidly than tlclA cells [49,56]. This faster senescence seems not to be 
caused by an increase in telomere shortening rate [56], but could be resulting from 
defects in HR repair activities at telomeres. Since the Smc5/6 complex has been 
proposed to facilitate DNA repair by HR, it could slow senescence through a 
mechanism requiring HR. Therefore, we analyzed the epistatic relationship between 
smc6 and rad52 mutations in the absence of telomerase using liquid senescence assays 
at 26°C. In agreement with previously reported data, tlclA rad52A cultures show 
accelerated senescence: growth rapidly declines after the first dilution (-45 PD) and the 
culture stagnates at 52 PD and never recovered from the fifth dilution (Fig. 3A). The
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Figure 3. Implication of Rad52p in senescence and survivor formation in smcS/6 
mutant cells lacking telomerase. (A) Smc5/6 slows senescence through an HR- 
independent pathway. Liquid senescence assays with indicated strains were performed 
as described in Fig. 1. Cultures were grown at 26°C. Results are the means ± SE of a 
minimum of 5 independent clones per genotype. The P-values associated with two- 
tailed unpaired t-tests for the points at 44 and 47 PD where below 0.0001. (B) Telomere 
maintenance by recombination in post-senescence survivors does not require intact 
Smc5/6 function. Independent type I and type II survivors were isolated from tlclA 
strains with additional mutations as indicated by serial restreaking on plates or by serial 
subculturing in liquid media. Telomere structure in survivor cells was examined by 
Southern blot analysis of Xhol-digested DNA using a telomeric repeat specific probe. 
Two independent survivors of each type are shown. Surv. type, survivor type (I and II 
refer to survivors type I and type II; respectively); M, size marker; WT, wild-type.
90
onset of senescence of tlclA rad52A smc6-9 cultures occurs even before the first 
dilution (-37 PD). Culture growth is blocked already at 47 PD and these cells never 
recover from the fifth dilution (Fig. 3A). These differences between the kinetics of 
senescence, though modest, are statistically significant. The values associated with two- 
tailed unpaired t-tests for the points at 44 and 47 PD were P < 0.0001. We conclude that 
SmcS/6 slows senescence through a partially HR-independent mechanism.
Telomerase-deficient yeast cells surviving senescence form two distinct types of 
recombination-dependent survivors. Type I survivors are characterized by very short 
terminal G1.3 T DNA repeats and increased numbers of subtelomeric Y1 repeats. Type II 
survivors are characterized by long and heterogenous terminal G1.3 T tracts [49,50]. We 
distinguished type I and type II post-senescence survivors by their banding pattern on 
telomere Southern blots using a telomeric repeat-specific probe (see Fig. 3B, left, for 
examples of these patterns). Survivors were isolated from the plate and liquid 
senescence assays at 30°C. Most of the colonies surviving senescence in our plate assay 
displayed a type I pattern, as expected [50] (data not shown). In addition, because of 
their faster growth rate, type II survivors rapidly outgrow type I survivors in liquid 
cultures [50]. Accordingly, we obtained mainly type II survivors from the liquid 
senescence assays (data not shown). Therefore, it was possible to recover type I and 
type II survivors from the tlclA control strain and tlclA smc6-9 as well as tlclA smc5- 
31 cultures also could yield both types with no obvious bias for one or the other (see 
Fig. 3B, right, for examples).
3.4. Established post-senescence survivors are not requiring intact Smc5/6 function 
for normal growth
In mammalian cells, the Smc5/6 complex is required for efficient telomere 
recombination and localization and thus functions in the ALT telomere maintenance 
pathway. Furthermore, depletion of Smc5/6 subunits in ALT cells causes telomere 
shortening and cell senescence [22]. Although the generation of type I and II survivors 
does not require intact Smc5/6 function, the complex could still be important for 
telomere maintenance in established survivors. Therefore, survivors isolated from the 
senescence assays at 30°C were tested for growth defects and temperature sensitivity by 
spot test analysis. Cells were grown for an estimated 40-50 generations after entering 
survivor pathway and then serial dilutions were spotted on plates and incubated at 23 °C,
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26°C, 30°C or 37°C. Survivors harbouring the smc6-9 or smc5-31 alleles did not show 
growth defects at permissive temperatures when compared to tlclA  survivors, nor did 
they show a significant increase in temperature sensitivity when compared to smc6-9 
and smc5-31 strains (Fig. 4). Moreover, outgrowth on YPD plates incubated at 30°C for 
more than 250 generations did not show any growth deficiency (data not shown). 
Therefore, in contrast to what has been described for mammalian cells maintaining their 
telomeres via the ALT pathway, recombination-dependant maintenance of yeast 
telomeres in established survivors does not require an intact Smc5/6 function.




Figure 4. Established post-senescence survivors are not requiring intact Smc5/6 
function for normal growth. Strains with indicated genotype were grown at 23°C in 
liquid YPD and serial 10-fold dilutions, were spotted on YPD plates and incubated at 23, 
26, 30 or 37°C for 2-4 days. Survivor cells were grown for an estimated 40-50 
generations after entering survivor pathway before the assay. WT, wild-type.
3.5. The Mms21 SUMO-ligase subunit is required to slow senescence
The above results show that the two core components of the Smc5/6 complex are 
important to slow the senescence in cells lacking telomerase. In this context, it was of 
interest to know whether the Mms21 subunit, which bears the only confirmed enzymatic 
activity of the complex, is also required. Notably, hMms21 sumoylation activity was 
also shown to be essential to maintain telomeres in the ALT pathway [22]. We used the
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mms2î-îî allele which contains a transposon insertion disrupting the SUMO-ligase 
domain. The mms21-ll allele confers sensitivity to DNA damaging agents, but is not 
affecting cell growth in normal conditions [19]. We performed a liquid senescence 
assay comparing tlclA MMS21 with tlclA mms21-ll cells at 26°C (Fig. 5). As before 
(Fig. IB), tlclA cultures started senescing around 70 PD after telomerase loss. For tlclA 
mms21-ll cultures, a decline in growth rate was already observable after about 55 PD 
without telomerase (Fig. 5). Furthermore, the growth arrest in tlclA mms21-ll cultures 
is more pronounced as they reach very low cell densities (1.5 x 106 cells/ml) as 
compared to the tlclA  cultures (6.5 x 106 cells/ml) and they do so earlier after 
telomerase loss (70 PD vs 80 PD) (Fig. 5). Further outgrowth on plates for more than 
150 generations did not show any growth defect (data not shown). These phenotypes of 
the mms21 mutant are thus very similar to those observed above with smc6 and smc5 
mutant alleles. These results are in accordance with what was recently observed with a 
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Figure 5. The Mms21 SUMO ligase subunit of the Smc5/6 complex is required to 
slow senescence of cells lacking telomerase. Liquid senescence assays were carried 
out as described in Fig. 1 with the exception that the starting haploid tlclA  cells were 
complemented with a wild type copy of the TLC1 gene on a URA3 plasmid (pAZl) [45] 
before they were streaked on 5-FOA media. Colonies on 5-FOA plates were also 
estimated to have grown for 20 PD. In the first liquid culture after TLC1 loss, cells have 
grown for an estimated additional 10 PD. The starting point in the assay is therefore set 
to 30 PD. Results are the means ± SE of a minimum of 4 independent clones per 
genotype. The assays were performed at 26°C.
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3.6. Smc5/6 mutants show a higher frequency of telomere breakage events
Yeast telomerase adds telomeric repeats in an imprecise manner, which results 
in telomeres with non-regular repeat sequences. In general, after a limited clonal 
outgrowth, the distal regions of any given telomere may have sequences that are 
divergent between individual telomeres while proximal sequences are maintained and 
always the same [58]. This sequence divergence is generated by telomere shortening 
followed by telomerase-mediated extension events and the occurrence of the Point Of 
Divergence (PoD) can be derived by sequencing many individual telomeres and 
aligning them [51]. Telomere IL naturally contains a unique sequence in the 
subtelomeric region that allows the PCR amplification of this telomere with primers 
annealing to this unique sequence and to a C-tailed chromosome end [51,52]. Previous 
results using this approach have shown that the probability of telomerase-mediated 
extension is inversely correlated with telomere length: the shorter the telomere, the 
higher the frequency of telomere extension [59], We used this assay to determine the 
frequency of telomere sequence divergence on this telomere in wild-type and smc6-9 
strains after an estimated 30 generations of clonal expansion at 30°C.
57 independent telomeric EL sequences from wild-type cells and 66 from cells 
harbouring the smc6-9 allele were determined and aligned. The results yielded average 
telomere lengths of 268 bp and 339 bp for the wild-type and smc6-9 cells, respectively 
(Fig. 6). Analogous experiments reported a very similar 291 bp for telomeres in wild- 
type cells. The slightly longer telomere lengths for the smc6-9 mutants are not entirely 
unexpected as telomeres in mms21-ll harbouring cells were also shown to be slightly 
longer [19], but that kind of variation is difficult to document by standard telomere 
Southern blots.
Given the above considerations, it was also calculated that the probability of a 
telomere losing about half its initial length by gradual telomere erosion, and without 
telomerase extension occurring, is extremely low [60]. Nevertheless, abruptly truncated 
telomeres do arise in vivo, and as a consequence of the above calculations, it was 
concluded that these critically shortened telomeres are likely generated by chromosome 
breakage [60]. For the cells considered here, 50% of average telomere lengths 
correspond to 134 and 170 bp for the wild-type and smc6-9 telomeres, respectively (Fig. 
6). For wild-type cells, less than 2% of the sequenced telomeres have a PoD below its 
50% length value, which is in accordance with expectations ([59,60]; Fig. 6C). 
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Figure 6. Increased proportion of divergent distal telomeric repeat sequences in 
smc6-9 mutant cells.
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Figure 6. Increased proportion of divergent distal telomeric repeat sequences in 
smc6-9 mutant cells. Telomeric ends of chromosome IL were amplified, cloned and 
sequenced from wild-type and smc6-9 strains after an estimated 30 generations of clonal 
expansion at 30°C. Telomere sequences were aligned to detect sequence divergence.
(A) Each vertical bar represents one sequenced telomere. The grey part represents the 
centromere-proximal non-diverging region and the black part represents the distal 
diverging region. The dashed horizontal bar indicates 50% of average telomere length 
(134 bp for wild-type and 170 bp for smc6-9). A total of 57 telomeres form wild-type 
cells and 66 from smc6-9 cells were analyzed. Individual telomere sequences were 
ordered according to the length of the conserved sequence. (B) As in (A) but only the 
telomeres with a point of divergence below 265 bp where considered. (C) Statistics of 
the telomere sequencing results. Bp, base pair; PoD, point of sequence divergence.
bp after only 30 generations at semi-permissive temperature. The data can also be 
analyzed by determining the frequency of telomere addition events below a common 
cutoff line. If we use this cutoff at 265 bp, the average length of wild-type telomeres, 
only 56% of the wild-type telomeres have a PoD, i.e. were extended sometime in the 
previous generations, as compared to 100% of the sequenced telomeres derived from 
the smc6-9 mutant cells (Fig. 6B and C). Given the unlikeliness that a telomere loses 
half its initial length by gradual shortening only [60], these results show a significantly 
higher frequency of catastrophic telomere sequence loss events in smc5/6 mutant cells. 
It is important to note that these results were obtained in telomerase positive cells and 
therefore, even with an increased frequency of abrupt telomere sequence losses, 
telomeres can be maintained at a quite normal, if not a bit longer, size range.
3.7. Disrupting the Smc5/6 complex reduces G-Tails when telomeres are 
deprotected by yKu80 or Cdcl3 inactivation
In addition to telomerase, the Ku70/80 and CST (Cdcl3/Stnl/Tenl) complexes 
are distinct and complementary complexes assuring telomere replication and end 
protection. The yKu proteins bind to telomeric dsDNA ends where they participate in 
telomerase recruitment, telomere end protection from recombination and degradation, 
silencing of telomere-proximal genes and telomere localization at the nuclear periphery
[61]. The Ku70/80 heterodimer is central to DNA repair by non-homologous end- 
joining (NHEJ) as well [62]. The essential Cdcl3 protein specifically binds G-tails 
where it protects telomeres against degradation and contributes to the recruitment of 
telomerase [63-66]. Dysfunctional telomeres can therefore be produced by inactivating
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members of either the Ku70/80 complex or the CST-complex. Inactivation of telomeric 
cap proteins provokes rapid telomere uncapping, ssDNA accumulation, DNA damage 
response and cell-cycle arrest [64,65,67]. Since Smc5/6 function is important for 
senescent cells lacking telomerase, in which telomeres eventually are thought to be 
deprotected, we were interested to know whether the complex is also important in cells 
in which the telomeres are deprotected experimentally. In S. cerevisiae, yKu-deficient 
strains have shortened but stable telomeres and display elongated G-tails [68,69]. Cdcl3 
inactivation generates extensive telomeric C-strand degradation causing a persistent 
cell-cycle arrest and cell death [65].
We used non-denaturing in-gel hybridization to analyze telomeric G-tails at 
uncapped telomeres in cells carrying mutant alleles of the Smc5/6 complex. Relative 
amounts for G-tails (relative signals for ssDNA, in arbitrary units) were obtained by 
calculating the ratio of the signals on the native gel over the total amount of Y' TRF 
signals (denatured gel) [47,53].
We thus examined the consequences of uncapping telomeres by a deletion of 
YKU80 in smc5/6 mutant cells. As expected, yku80A cells display short telomeres and 
increased telomeric G-tails when compared to wild-type cells (Fig. 7A, compare yku80 
with WT in Fig. 7B). Levels of G-tail signals are similar when yku80A strains are 
exposed to 30°C or 37°C, as previously shown [68,70]. Telomeres derived from double 
mutant yku80A smc6-9 or yku80A smc5-31 cells incubated at 30°C yielded only slightly 
reduced signals for ssDNA signals as compared to the yku80A SMC* strain. However, 
this reduction became more important at 37°C, where the relative signals for ssDNA 
drop to 0.7 and 0.5 for the yku80A smc6-9 and yku80A smc5-31 strains, respectively 
(Fig. 7B). Interestingly, telomeres in yku80A smc5-31 cells are slightly and consistently 
shorter than those in yku80A cells. This effect is also observed in yku80A smc6-9 cells, 
although to a lower extent (see Fig. 7A, denatured gels). Similar results were observed 
when telomeres were uncapped by Cdcl3 inactivation (see Fig. S2A and S2B in the 
supplementary material). Importantly, there were no detectable differences in cell cycle 
distribution of these cultures that could explain this variation in the size of G-overhangs 
(see Fig. S2C in the supplementary material). Furthermore, partial inactivation of 
Cdcl3p increased the temperature sensitivity of cells containing mutant alleles of the 
Smc5/6 complex which could be explained by synthetic defects in telomere 
maintenance (see Fig. S2D in the supplementary material). We conclude that telomere 
deprotection by yKu80- or Cdc 13-inactivation in strains carrying mutant alleles of the
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Figure 7. Reduced telomeric G-tail overhangs in smcS/6 yku80 double mutants 
grown at elevated temperatures. (A) Strains with indicated genotypes were grown in 
liquid cultures to exponential phase at 23°C, and then shifted to 30°C or 37°C for 4 h, 
followed by isolation of total genomic DNA. Telomeric ssDNA was analyzed by non­
denaturing in-gel hybridization. To control for equal loading, DNA in the gels was 
denatured and gels reprobed. Dashed lines are drawn on the denatured gels as reference 
for the assessment of telomere length variations between yku80A SMC5/S* and yku80 A 
smc5/6 cells. WT, wild-type; M, size marker; C, controls for single-stranded GT-rich 
DNA and double-stranded telomeric repeats. (B) Native/denatured signal ratios 
representing relative amounts for telomeric G-tails. For the yku80A strains, results are 
the means ± SE of 2 independent clones per genotype.
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SmcS/6-complex, causes a modest but clearly significant reduction in the ability to 
generate 3' single-stranded overhangs.
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4. DISCUSSION
The role of the essential Smc5/6 complex in DNA repair by HR has been 
assessed by several studies. However, HR is not essential for mitotic growth in yeast 
cells, suggesting that the essential function of Smc5/6 lies in another pathway. It has 
been proposed that this function is in assuring the replication and segregation of rDNA 
repeats. Indeed, Smc5/6 localizes to the rDNA locus and mutants in components of the 
complex fail to disjoin the rDNA array at mitosis, eventually leading to cell death [35]. 
The terminal phenotype of these cells is aberrant nuclear segregation. Yet there is also 
evidence that the essential function of Smc5/6 is not solely due to missegregation of the 
rDNA array since replacement of the entire chromosomal rDNA locus with an episomal 
rDNA locus does not rescue the lethality of the smc5/6 mutants [44].
Recent evidence has linked the Smc5/6 complex to telomere maintenance. An 
interesting study on telomerase-negative human cancer cells implicates the Smc5/6 
complex in the ALT telomere maintenance pathway [22], and in yeast, there appears to 
be a preferential accumulation of the complex at telomeres [37]. In telomerase-positive 
yeast cells, neither telomere length nor telomere structure is significantly altered in cells 
harbouring the Smc5/6-alleles investigated here (Fig. 6 and Fig. 7). We therefore turned 
our attention to an analysis of the requirement for the Smc5/6 complex in mechanisms 
of cell survival in the absence of telomerase. The results show that the limited cell 
division potential of about 70 generations in telomerase-lacking cells is substantially 
reduced to about 50-55 generations in telomerase negative Smc5/6 mutant cells (Fig. 1 
and Fig. 5). This reduction is not due to a sudden massive loss of telomeric repeats (Fig. 
2), suggesting an underlying problem affecting only a minor number of telomeres per 
cell division. Furthermore, an accelerated arrival of cell division arrest in the presence 
of the smc6-9 allele can even be measured in tlclA rad52A cells (Fig. 3A). It is very 
unlikely that this is simply caused by a synthetic sickness interaction between rad52 and 
smc6-9 mutations: a RAD52 deletion has been shown to reduce, not increase, the 
temperature sensitivity of the smc6-9 allele [44]. Our results therefore are consistent 
with a HR-independent cause of the effect. Indeed, the results can be explained with a 
defect in efficient replication of telomeric repeat DNA. Previous work in fact strongly 
suggested that in the presence of temperature sensitive s/wc-alleles, replication fork 
progression is somehow perturbed and cells enter mitosis prematurely with unreplicated
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DNA [35]. The unresolved DNA linkages are then thought to cause chromosome 
breakage during cell division. The rDNA locus and telomeres have been specifically 
implicated in these failures as they missegregate at substantially increased frequencies 
when compared to centromere proximal loci [44]. Several factors may contribute to the 
reasons why these two areas of the genome are particularly susceptible to defects in 
replication fork progression: both terminal telomeric repeat DNA and rDNA arrays are 
by en large replicated in an unidirectional fashion, which limits the possibility of rescue 
by a converging fork in case of a fork arrest. Second, these areas are amongst the last 
areas in the genome to be replicated [71]. Regardless, we propose that in cells lacking 
telomerase, breaks near or in terminal repeat DNA cause rapid and catastrophic loss of 
telomeric DNA and even if only a minority of telomeres in a given cell is affected, this 
shortening will eventually result in cell division arrest after fewer generations than 
normally observed [72,73], Consistent with this idea, the sequencing of telomeres from 
telomerase-positive smc5/6 mutant cells revealed a higher proportion of divergent distal 
telomeric repeat sequences, which suggest a higher frequency of telomere breakage 
events (Fig. 6). In addition, the presence of mutations that cause telomere elongation 
and, consequently, amplify the chance of such potential replication problems, increase 
the lethality of the smc5/6 mutants [44]. Although there clearly is a HR-independent 
effect on senescence, we cannot rule out the possibility that HR-mediated rescue of 
defective replication forks in telomeric repeats could be defective in smc5/6 mutants 
and add to the effect observed. An apparent accumulation of recombination 
intermediates at telomeres in senescing yeast cells with hypomorphic Smc5/6 mutations 
would be consistent with this mechanism [42]. Additionally, the smc6-9 mutation was 
shown to increase gross chromosomal rearrangements (GCRs) at repetitive DNA 
sequences. These GCR events depend on HR and break-induced replication (BIR), but 
not on de novo telomere addition. Moreover, inactivating telomerase further enhanced 
GCR formation in smc6-9 mutant cells [74].
Our data also show that in cells with mutations in Smc5/6, there is a modest but 
statistically significant reduction in the generation of 3' single-stranded overhangs on 
deprotected telomeres (Fig. 7 and Fig. S2 in supplementary material). This could mean 
that in preparation for HR, the Smc5/6 complex facilitates 5'-resection or any other 
mechanism generating 3'-overhangs. A situation of deprotected telomeres may arise at 
critically short telomeres after continued cellular division in absence of telomerase. 
Those particular telomeres are recognized as a DNA DSB and processed by 5'-strand
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resection as a DSB. The generated 3'-overhangs are then used by the HR machinery to 
repair the lesion. The telomeric 3'-overhangs therefore are thought to provide the 
ssDNA substrate required for telomere recombination and telomere maintenance 
without telomerase. The observed reduction of 3'-overhangs at deprotected telomeres 
(Fig. 7 and Fig. S2 in supplementary material) may partially explain the reduced 
survival and pronounced delay of the recovery from senescence of the tlcltssmc6-9 
cultures (Fig. IB). Further, reduced 3'-overhangs may also explain the observed 
decrease in sister chromatid exchanges (SCE) in smc5/6 mutants [36,75]. However, the 
level of reduction in 3' ssDNA overhangs is not severe enough to completely inhibit 
telomere-telomere recombination events required for chromosome maintenance without 
telomerase (Fig. 3). Indeed and in contrast to what was observed in human ALT cells, 
the yeast recombination based pathways for telomere maintenance do not absolutely 
require intact Smc5/6 function, as outgrowth of established tic Its. smc6-9 and tic Its 
smc5-31 survivors at semi-permissive temperature does not lead to cellular senescence 
nor reveal important growth defects (Fig. 4).
The repair of collapsed telomeric replication forks could involve relocalization 
of the DNA to specialized nuclear subcompartments [76]. In human ALT cells, the 
recruitment of telomeres to APBs required for telomere maintenance necessitates the 
hMms21-mediated sumoylation of telomere-binding proteins. Our results in yeast show 
that the Mms21 SUMO-ligase subunit of the Smc5/6 complex is also required to slow 
senescence of cells lacking telomerase (Fig. 5). However, as mentioned above, the yeast 
SMC5/6 complex is hot absolutely required for telomerase independent telomere 
maintenance. One possible reason for this discrepancy between yeast and humans could 
be the absence of PML bodies in bakers yeast. This interpretation would predict that the 
slowing of senescence by the Smc5/6 complex in yeast may be a consequence of a 
different pathway than that affected in human cells.
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5. CONCLUSIONS
The results presented here show that the yeast Smc5/6 complex is required to 
slow senescence in the absence of telomerase. Furthermore, in cells with hypomorphic 
alleles of the Smc-genes, there is a 7-fold increase in catastrophic telomere sequences 
losses. Finally, on unprotected telomeres and perhaps even at DSBs, the complex also 
facilitates the generation of 3-overhangs, which are thought to be the substrates for 
ensuing recombinatorial repair. These findings support a mechanism in which the 
Smc5/6 complex mediates efficient telomere replication and repair to avoid stochastic 
telomere sequence losses.
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Figure SI. Liquid subculturing assays with indicated strains were carried out as 
described in Fig. 1. The temperature at which the experiment was performed is 
indicated on each graph. (A) The slower growth rate of the smc6-9 mutant cells is not 
linked to senescence. Results are the means ± SE of a minimum of 3 independent clones 
per genotype. (B) Accelerated senescence of cells lacking telomerase and carrying the 
smc5-31 mutant allele. For the WT, smcS-31 and tlcl A strains, results are the means of 
a minimum of 3 independent clones per genotype. For the smc5-31 tlcl A strain, results 
are the mean of 2 independent clones.
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Figure S2. Reduced telomeric G-tail overhangs in smc5/6 mutants after Cdcl3p 
































Figure S2. Reduced telomeric G-tail overhangs in smc5/6 mutants after Cdcl3p 
inactivation (voir page 112 pour la légende).
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Figure S2. Reduced telomeric G-tail overhangs in smc5/6 mutants after Cdcl3p 
inactivation. (A) Cdcl3p was inactivated by using an inducible temperature-sensitive 
degron allele of CDC13 (cdcl3-td, referred to as cdcl3 here) [3]. Indicated strains were 
grown at 23°C in raffinose containing media and half of the cultures were then shifted 
to 30°C in galactose containing media for 4 h for partial inactivation of Cdcl3p and 
SMC proteins. We performed the experiments at semi-permissive temperature in order 
to be able to assess the effects in actively dividing cells, as opposed to dying cultures 
when exposed to higher temperatures. Analysis of telomeric G-tail overhangs by non­
denaturing in-gel hybridization was performed as described in section 2.7. C, controls 
for single-stranded GT-rich DNA and double-stranded telomeric repeats; M, size 
marker; WT, wild-type. (B) Relative amounts for G-tails (relative signals for ssDNA, in 
arbitrary units) were obtained by calculating the ratio of the signals on the native gel 
over the total amount of Y' TRF signals (denatured gel). Results are the means ± SE of 
2 independent clones per genotype (except for the CDC13wt and cdcl3 smc6-9 strains 
where one clone was analyzed). (C) Cell cycle distribution of the cultures used in 
Fig.S2A assessed by fluorescent-activated cell sorting (FACS). WT, wild-type; Glu, 
glucose; Gal, galactose. (D) Synthetic growth defects of strains with combinations of 
the cdcl3 mutation and mutations in components of the SmcS/6 complex. Indicated 
strains were grown at 23 °C in liquid YPD and serial 10-fold dilutions were spotted on 
glucose or galactose containing plates and incubated at 23,30 or 37°C for 2-4 days.
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Résumé
Il a été démontré que l’abondance des sous-unités de la télomérase est critique 
pour assurer le maintien des télomères. Par contre, la régulation de l’expression de la 
sous-unité ARN de la télomérase (Tlcl) est encore nébuleuse. L’ARN Tlcl est retrouvé 
sous 2 formes, une forme non polyadénylée, retrouvée dans la télomérase fonctionnelle, 
et une rare forme polyadénylée de fonction inconnue. Des études suggéraient que la 
forme polyA- était générée suite au processing de la forme polyA+, mais les 
mécanismes régulant la terminaison de la transcription et la formation de l’extrémité 3' 
restent à clarifier. Nous avons analysé les séquences en 3' du gène TLC1 dans le but 
d’identifier la voie de terminaison de transcription impliquée dans la formation de 
TARN Tlcl. Nous avons observé que l’élimination des signaux de polyadénylation 
empêche l’accumulation de la forme polyA+, sans affecter la qualité ou la quantité de la 
forme polyA- mature. Une approche génétique a identifié des séquences nécessaires à la 
terminaison de la transcription en amont des sites de polyadénylation, confirmant que la 
synthèse et la fonction de la forme mature de Tlcl ne requièrent pas la forme polyA+. 
Les résultats montrent également que ce terminateur est sous le contrôle de la voie de 
terminaison de transcription des petits ARNs non-codants Nrdl/Nab3.
ABSTRACT
The RNA component of budding yeast telomerase (Tlcl) occurs in two forms, 
an abundant non-polyadenylated form found in functional telomerase and a rare 
polyadenylated version with unknown function. Previous work suggested that the 
functional Tlcl polyA- RNA is processed from the polyA+ form, but the mechanisms 
regulating its transcription termination and 3'-end formation remained unclear. Here we 
examined transcription termination of Tlcl RNA in the sequences 3' of the TLC1 gene 
and relate it to telomere maintenance. Strikingly, disruption of all probable or cryptic 
polyadénylation signals near the 3'-end blocked the accumulation of the previously 
reported polyA+ RNA without affecting the level, function or specific 3' nucleotide of 
the mature polyA- form. A genetic approach analysing TLC1 3-end sequences revealed 
that transcription terminates upstream of the polyadénylation sites. Furthermore, the 
results also demonstrate that the function of this Tlcl terminator depends on the 
Nrdl/Nab3 transcription termination pathway. The data thus show that transcription 
termination of the budding yeast telomerase RNA occurs as that of snRNAs and Tlcl 
functions in telomere maintenance are not strictly dependent on a polyadenylated 




Telomeres are nucleoprotein structures made of repetitive DNA sequences and 
bound by specialized proteins. They ensure the protection and complete replication of 
the ends of linear chromosomes and thereby maintain genome integrity (1). In most 
eukaryotes, maintenance of telomeric DNA is accomplished by the telomerase 
ribonucleoprotein that uses an RNA moiety as a template for the addition of species 
specific DNA repeats to the chromosome ends (2,3). In the yeast Saccharomyces 
cerevisiae, the core telomerase required for in vitro activity is composed of the reverse 
transcriptase catalytic subunit Est2p and the template RNA Tlcl (4,5). Other factors, 
including the Estlp, Est3p, yKu70/80 and Sm proteins, interact with the telomerase 
RNA and influence the enzyme activity in vivo (2,6). The eventual average of telomeric 
repeats maintained, commonly referred to as average telomere length, is influenced by 
various factors that regulate telomerase activity as well as access of the enzyme to its 
substrate, the telomeres (6,7). However, little is known about how telomerase subunits 
are regulated. The expression of certain components of budding yeast telomerase, such 
as Estlp, was shown to be regulated both at the transcriptional and posttranscriptional 
level by defined signals embedded in the gene sequence (8-11). In contrast, virtually no 
information is available about the mechanism controlling the expression of the 
telomerase RNA moiety. Previous work established that in living yeast cells, fewer 
molecules of Tlcl RNA than telomeres are present (12). This could mean that the 
amount of Tlcl RNA in the cell is rate limiting for telomerase activity. Indeed, 
TLCl/tlclA heterozygote diploid cells exhibit shorter telomeres than wild type diploid 
cells do, consistent with a TLC1 haploinsufficiency (12). These data further imply that 
maintaining optimal telomere length requires a tight regulation of Tlcl expression. In 
fact, it was shown that a significant number of genes affecting the regulation of steady 
state telomere length do so by affecting TLC1 transcription (13). For example, the 
abundant RNA polymerase II associated PAF1C complex plays an important role in 
this, but specific cis- and trans-acting determinants for TLCl expression remain elusive.
The Tlcl RNA displays many features shared by small nuclear RNAs (snRNA) 
such as a 5' 2,2,7-trimethylguanosine (TMG) cap and a Sm-protein binding site near the 
3'-end (14). These features suggest that the generation of the Tlcl RNA could follow a 
pathway related to that described for snRNAs (14). Indeed, it was observed that like 
snRNAs, Tlcl shuttles between the nucleus and the cytoplasm and requires factors that
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also affect snRNA synthesis and stability (8,14,15). However, unlike all known 
snRNAs, Tlcl is found in two forms inside yeast cells, a major non polyadenylated 
species (polyA- form; about 90% of total) and a minor polyadenylated (polyA+) version 
that accounts for about 10% of the RNA (16). These two Tlcl forms not only differ by 
the presence of a polyadenylated tail, but also by the position of the last encoded 
nucleotide. The 3' end of the major polyA- form was found to be considerably more 
upstream from the polyA addition sites (17). The purification of the telomerase RNP 
from S. cerevisiae revealed only the polyA- RNAs associated with an active complex 
(17), suggesting that the polyA+ form does not directly contribute to telomerase 
function. Therefore, answers to the open question as to how in fact the mature Tlcl 
polyA- is generated become critically important if we are to understand telomerase 
regulation.
Expression of Tlcl from a heterologous promoter such as pGal4 increases the 
overall amount of Tlcl RNA, with the polyA+ version accounting for up to 60% of the 
total, but the actual level of the polyA- form appears unaffected (16). Further, a 
conditional repression of Tlcl expression and defects in the polyadénylation machinery 
block the expression of the polyA+ form and reduce the amount of the polyA- version 
(16). This led to the suggestion that Tlcl is first transcribed as a polyA+ RNA precursor 
that is subsequently processed by de-adenylation and nucleolytic cleavage into the 
mature polyA- form. However, the functional relevance of this peculiar maturation 
pathway and its contribution to telomerase function remained unclear.
Here we analyzed the sequences near the 3'-end of the telomerase RNA gene 
with the goal of establishing the transcription termination pathways that are involved in 
the generation of the Tlcl RNA in vivo and that may influence its expression levels. The 
results show that mutations in all probable or cryptic polyadénylation signals near the 
Tlcl 3'-end altered the synthesis of the polyA+ Tlcl form without affecting the quality 
or quantity of the mature polyA- RNA. Moreover, a genetic approach identified 
sequences required for transcription termination upstream of the natural Tlcl 
polyadénylation sites. These results indicate that the synthesis and function of mature 
Tlcl are not dependent on prior polyadénylation at the previously documented sites. 
Our results also show that the newly discovered upstream termination is under the 
control of the Nrdl/Nab3 non-coding RNA transcription termination pathway.
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MATERIALS AND METHODS 
Strains and Media
All yeast strains used in this study are listed in Table SI and were manipulated 
using standard procedures (18, 19). Strain CSHY76 was kindly provided by C. Greider 
(20). The phenotypes produced by the TLC1 3-end mutation construct (Tlcl-3'MUT) 
were assayed using a tlcl A mutant spore derived from the diploid strain CSHY76. The 
cuplA strain (46a) and the temperature-sensitive (ts) nrdl (nrdl-5), nab 3 (nab3-ll) and 
senl (senl-E1597K) strains were described previously (21-23). Copper plates were 
made by adding a dilution of filtered G 1SO4 solution after autoclaving and before 
pouring the plates.
Plasmid construction
Plasmids used in this study are listed in Table S2. The pADCEN36 plasmid 
containing wild type TLC1 was described earlier (24). Point mutations in the 
polyadénylation signals found in the TLC1 3'-end were obtained by PCR (plasmid 
SLP149). The mutated polyA signal cassette was amplified by PCR and cloned into the 
Smal site of pRS316 to generate plasmid SLP161. This plasmid was later used to 
produce the probe required for the ribonuclease protection assays described in Figure 1. 
The ACT1-CUP1 reporter plasmid pGAC24 used for transcription termination sequence 
analysis was described previously (23). Sequences from the TLC1 3'-end were amplified 
by PCR with primers containing Xhol sites and cloned into the Xhol site of the ACT! 
intron in pGAC24. The TLC1 3'-end cloned sequences ranged from the Nsil site at 
position +1130 to the positions +1180, +1209, +1218, +1228, +1233, +1266, +1290 or 
+1311. The given positions are relative to the TLC1 transcription start site (+1) as 
determined in (24). The TLCl-1311-i construct represents the +1130 to +1311 region 
cloned in the inverted orientation. The pGAC24-SNR13 terminator construct was 
described previously (25). The Nrdl binding site mutation consists of a G to C 
nucleotide substitution at the +1186 position and the Nab3 binding site mutation 
consists of a T to C nucleotide substitution at the +1165 position. These mutations 
where introduced into the TLC1-1233 construct by site-directed mutagenesis to generate
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the TLCl-1233NrdlmBs and TLCl-1233Nab3mBs plasmids. The Nab3 binding site 
mutation was introduced in the TLCl-1233NrdlmBs construct to yield the TLC1- 
1233Nrdl/Nab3mBs construct. Primers used for PCR amplifications and mutagenesis 
are listed in Table S3. All plasmid constructs used in the various termination assays 
were verified by sequencing.
Complementation analysis and Telomere length analysis
The effect of the TLC1 3-end mutations (Tic 1-3'MUT) on cells was tested using 
senescence and telomere length assays as described previously (24).
Isolation of total and polyA+ RNA
Total RNA was prepared as previously described (8). Oligo (dT) based 
fractionation of polyA+ RNA was performed as described (26) using oligo (dT) type 7 
matrix (GE Healthcare, Baie d’Urfé, Québec).
Northern blot analysis
Northern blots in Figures 1 and 4 were performed as previously described (8, 
27). Briefly, total RNA (15-20 pg) was fractionated on a 4% polyacrylamide gel and 
transferred to a nylon membrane (Hybond N+, GE Healthcare, Baie d’Urfé, Québec). 
These blots were hybridized to randomly labelled probes corresponding to the specific 
sequences as indicated in the figures and signals visualized by autoradiography. For the 
northern blot in Figure IB, the RNA was quantified using an Instant Imager (Packard, 
Meriden, CT). For the northern blot in Figure 4, each strain (WT, nrdl, nab3 and senl) 
was grown at permissive temperature (23°C) to reach a concentration of lx l0 7 cells/ml. 
RNA was extracted from half the culture and the other half was then diluted to 0.5x107 
cells/ml in pre-warmed media and allowed to grow back to lxlO7 cells/ml at semi- 
permissive temperature (32°C for nrdl and senl; 27°C for nab3). The cultures were 
diluted in the same way two more times before RNA was extracted. Cells have thus 
grown for 3 population doublings at semi-permissive temperature before RNA 
extraction. Relative quantification of polyadenylated and non-polyadenylated Tlcl RNA
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species were obtained with a Phosphor Imager and the IMAGE-QUANT (Molecular 
Dynamics) and PeakFit (Systat Software Inc) software. For the northern blot in Figure 
3D, total RNA (10 pg) extracted from cells harbouring different ACT1-CUP1 constructs 
was fractionated on a 1.5% formaldehyde-agarose gel and transferred to a nylon 
membrane. RNA transcribed from the construct was detected by hybridization to a 
randomly labelled probe specific to the CUP1 coding sequence that is located 
downstream of the ACT1 intron and the signals visualized by autoradiography.
RNase protection assay
Total RNA (20 pg) was incubated with 0.5 finol of riboprobe and incubated at 
42°C in 80% formamide buffer for more than 8 hrs (28). The hybridization reaction was 
then digested with RNase T1 for 1 hour at 37°C. The protected fragments were analyzed 
on polyacrylamide gels. The riboprobes complementary to Tlcl 3'-end were generated 
by T7 or T3 transcription from plasmids containing either the whole TLC1 sequence or 
bearing only the polyadénylation signal mutation cassette. In the case of the wild type 
sequence, the plasmid was digested with the Hinfl restriction enzyme inside TLC1 
sequence while the plasmid containing the polyadénylation signal mutation cassette was 
digested the with PvuII enzyme. In order to be able to identify specific bands at a 
nucleotide resolution, each gel also contained four lanes with the products of the 
sequencing reactions using DNA of the same area as assayed by the RNA protection 
assay as template. In addition, a 100 b end-labeled marker DNA ladder was also run in 
another separate lane on each gel.
Spot test analysis of copper sensitivity in ACT1-CUP1 constructs
The cuplA strains harbouring the ts alleles and containing ACT1-CUP1 
constructs were grown in liquid media at 23°C to exponential phase. Cells were then 
diluted serially by 10-fold and spotted onto plates with or without added copper. The 




Disruption of Tlcl polyadénylation signals does not affect synthesis of mature 
telomerase RNA.
It was previously suggested that the primary 3'-end of the Tlcl RNA is 
determined by polyadénylation signals about 1190-1240 bps downstream from the 
mature S'-end (16 and Fig. 1A). Indeed, it was shown that a particular mutation in this 
region affected polyadénylation but did not inhibit production of the mature polyA- 
Tlcl (16). However, as polyadénylation signals in yeast are not well-defined (29), we 
pushed further the identification of the sequences required for Tlcl 3'-end formation by 
disrupting all possible polyadénylation signals and monitoring the impact on the 
expression and function of the RNA. The impact of the mutations on RNA expression 
was examined by northern blot (Fig. IB) and the positions of the 3'-ends were mapped 
using RNase protection assays (Fig. 1C). Thus, as expected from previous results, RNA 
extracted from wild type cells revealed the presence of both the polyA+ and polyA- 
forms of Tlcl (Fig. IB; Tlcl-WT). In contrast, the introduction of seven point mutations 
in between positions +1172 and +1234 (Figs. 1A and SI), that were designed to 
eliminate all probable polyadénylation signals, abolished the expression of the normal 
length polyA+ Tlcl RNA transcript (construct called Tic 1-3'MUT in Figs. 1B-D). 
Instead, the presence of these mutations is associated with the appearance of a new and 
somewhat longer transcript without significantly affecting the expression of mature 
polyA- Tlcl (Fig. 1A, B). Fractionation of these RNAs on an oligo (dT) cellulose 
column indicated that the longer RNA species observed being expressed from the Tlcl- 
3MUT template is polyadenylated (Fig. 1C and data not shown). Therefore, in the 
situation of the Tlcl-3'MUT template, the steady state level of the Tlcl RNA remains 
the same and the fraction of polyA+ versus polyA- form also is in the same range as in 
Tlcl-WT, but the polyA+ form is longer and no polyA+ form of the length observed in 
wild-type cells is detectable (Fig. IB and data not shown).
In order to directly assess the impact of disrupting the polyadénylation signals 
on Tlcl 3'-end formation, we examined the RNA termini produced from the Tlcl- 
3MUT template using RNase protection assays with RNaseTl. As expected and 
completely consistent with previous results, the 3'-ends of the wild type Tlcl RNA 
could be mapped to two different regions: the first is 15 nts and the second about 100 
nts downstream from the Sm binding-site (Fig. 1C). Separation of the RNAs on oligo
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Figure 1. Disruption of the polyadénylation signals does not affect the synthesis of 
mature telomerase RNA. (A) Schematic representation of the TLC1 transcription unit 
with a focus on the 3-end. Stars represent mutations in all probable/cryptic 
polyadénylation signals near the TLC1 3-end (A1172:C, A1191:G, A1212:G, T1213:C, 
A1222:C, T1223:C, A1234:G). The numbers are relative to TLC1 transcription start site 
(+1). (B) Northern blot analysis of Tlcl RNA isolated from cells harbouring wild-type 
TLC1 (Tlcl-WT) and TLC1 carrying mutations near the 3'-end (Tlcl-SMUT). Stars (*) 
represent polyadenylated Tlcl species. The relative RNA amount (RRA) is an average 
of three experiments with a standard deviation of ± 0.30 or less and was determined 
using an Instant Imager. (C) Mapping of the Tlcl 3'-ends was achieved by T1 RNase
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protection assays. RNAs were hybridized to antisense RNA probes specific for Tlcl- 
WT or Tic 1-3'MUT, and digested by ribonuclease Tl. The labelled undigested RNA 
probe (probe) and the probe digested in the presence of tRNA (tRNA) were included as 
controls. The results of digesting the different probes after hybridization to RNA 
extracted from cells carrying a complete deletion of the TLC1 gene (tlclA) was also 
included to ascertain the specificity of the different protected bands. PolyA- and polyA+ 
indicate the digestion of probes hybridized to RNA found in the flow-through and 
eluted fractions of oligo (dT) column respectively. The position of the probe, the 
different protected 3'-ends, and the distance separating these ends are indicated on the 
right of each panel. Nucleotide positions (+1143 and +1158) are according to 
transcription start site. Size markers are indicated on the left of each panel. The precise 
position of the 3' end was mapped using a sequence ladder run in parallel lanes (not 
shown). The sequence shown represents the sequence adjacent the Tlcl 3'-end (gray 
boxes). The empty box indicates the Sm Binding-site (Sm BS). The open circles 
indicate the previously mapped 3'-ends and the closed circle indicate the position of the 
observed G specific Tl cleavage. (D) Southern blot analysis of telomere lengths in 
strains harbouring constructs with wild-type (Tlcl-WT) or polyadénylation signals 
mutant TLC1 (Tlcl SMUT). Genomic DNA was extracted from individual yeast clones 
grown for 30 or 110 generations, digested with Xhol and separated on an agarose gel. 
The different fragments were visualized using a randomly labelled probe 
complementary to the telomere sequence.
(dT) columns indicated that the first region corresponds to the 3'-end of polyA- Tlcl 
while the second region identifies two very close positions of polyA+ 3-ends (Fig. 1C). 
These latter polyA+ sites correspond to two sites determined previously by RACE (16). 
RNA extracted from cells harbouring the TLC1-3'MUT as template gene did not exhibit 
changes in the position of the first termination site (polyA- form), but yielded a different 
second termination site further downstream, consistent with the higher MW band 
detected on the northern blot (Fig. 1B,D). The overall conclusions reached by these 
experiments were also confirmed by using RNaseAl instead of RNaseTl digestion 
(data not shown). These data therefore indicate that disruption of Tlcl polyadénylation 
signals does not affect the quality of the polyA- 3'-end. Moreover, the RNA generated 
in cells harbouring this mutated template did not affect telomere length (Fig. ID) or cell 
viability (data not shown). Therefore, while the mature polyA- Tlcl RNA could still 
somehow be generated via processing of the now longer polyA+ Tlcl RNA species, 
these results strongly suggest that the naturally occurring polyA+ Tlcl species is neither 
required or important for telomerase function.
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Sequence elements required for Tlcl RNA transcription termination.
In order to precisely define the sequences required for Tlcl RNA transcription 
termination, we used a previously developed ACT1-CUP1 fusion reporter gene assay 
(23). The Cuplp protein, required for growth in the presence of excess copper, is fused 
to the first exon and following intron of the gene encoding actin and the resulting 
composite gene is expressed via the promoter of the TDH3 gene (Fig. 2B). This intron 
containing ACT1-CUP1 fusion gene transcribed on a plasmid (pGAC24) confers 
resistance to copper to a strain that lacks its endogenous CUP1 gene (Figs. 2C and S2B, 
top lane). Insertion of sequences causing transcription termination in the intron and thus 
upstream of the CUP1 coding region will lead to copper sensitivity, allowing 
identification of terminator elements (Figs. 2B, C and S2B). Using this setup and 
rationale, we inserted PCR amplified sequences from the TLC1 3'-end into the ACT1 
intron of pGAC24 to search for elements required for Tlcl RNA transcription 
termination. The cloned sequences all started at position +1130 (the Nsil restriction site 
marked with a white diamond in Fig. 2A) and had endpoints at positions +1180, +1209, 
+1218, +1228, +1233, +1266, +1290 or +1311 relative to the TLC1 transcription start 
site (see graphical representation on Fig. 2A, B). The different cloned TLC1 3'-end 
sequences are identified by their last nucleotide position (for example, TLC1-1233 
represents the sequence spanning from +1130 to +1233). Tenfold serial dilutions of 
cultures with the cuplA strains harbouring the different ACT]-CUP 1 constructs were 
spotted on copper plates. As mentioned above, an ACT1-CUP1 control plasmid without 
insert (No insert) conferred copper resistance and an ACT1-CUP1 construct with the 
SNR13 snoRNA terminator (SNR]3 term) caused copper sensitivity (Figs. 2C and S2B). 
The inserted TLC1-1180 and TLC1-1209 sequences still allowed transcription read- 
through, generating a functional Cupl protein and hence resistance to copper. In stark 
contrast, the insertion of sequences TLC1-1218, TLC1-1228, TLC1-1233, TLC1-1266, 
TLC1-1290 or TLC1-1311 inhibited growth on copper plates, indicating the presence of 
a terminator element. Close inspection revealed that quite surprisingly, the minimum 
sequence causing transcription termination ends significantly upstream (+1218) of the 
first natural polyadenylation site documented at +1242 (Figs. 1C and 2A). The TLC1- 
1311-i construct, representing the +1130 to +1311 region cloned in the inverted 
orientation, did not cause copper sensitivity (Figs. 2C and S2B). This result eliminates 
the possibility that the observed effect results from dysfunction of the ACT1-CUP1 
fusion gene simply by insertion of a long sequence. A strain without the ACT]-CUP 1
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Figure 2. Sequences required for transcription termination upstream of the Tlcl 
polyadenylation sites. (A) Schematic representation of the TLC1 transcription unit with 
a focus on the 3'-end. The numbers are relative to TLC1 transcription start site (+1). The 
white circles (empty or crossed) correspond to 3-end positions of the various TLC1 
sequences cloned in the ACT1-CUP1 reporter gene represented in (B). Empty white 
circles represent constructs containing a sequence that allows transcription read-through 
and crossed circles represent constructs carrying a sequence that cause transcription 
termination. See Figure 1 for symbols representing transcription start, polyA- 3'-end, 
polyA+ 3'-end and Sm protein binding sites. (B) Diagram of the ACT1-CUP1 fusion 
reporter gene with cloned intronic Tlcl inserts and the expected phenotypes on copper 
plates for presence/absence of a terminator element. (C) Tenfold serial dilutions of a 
culture with the cuplA strain 46a containing ACT1-CUP1 constructs with no insert or 
with inserted sequences from Tlcl 3'-end. The cloned sequences start at the Nsil site at 
position +1130 and end at position +1180, +1209, +1218, +1228, +1233, +1266, +1290 
or +1311, relative to transcription start site (+1). The different cloned TLC1 3'-end 
sequences are identified by their last nucleotide position. The TLCl-1311-i construct 
represents the +1130 to +1311 region cloned in the inverted orientation. The SNR13 
snoRNA terminator is used as a positive control for transcription termination (SNR13 
term). A strain harbouring no ACT1-CUP1 construct (but containing an empty LEU2 
plasmid) is used as a control for copper sensitivity (No CUP1). Cultures were spotted 
on medium lacking leucine and containing 0 or 0.5 mM added copper and incubated for 
3 days at 30°C.
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plasmid is used as a control for copper sensitivity (No CUP1). All strains showed 
similar growth on media without added copper (Figs. 2C and S2B). The presence of a 
terminator element upstream of the natural polyadenylation sites strongly suggests that 
mature polyA- Tlcl RNA can be produced independently from the polyadenylated 
forms at the +1242 sites.
The Tlcl upstream terminator is under the control of the Nrdl/Nab3 transcription 
termination pathway.
Using the same ACT1-CUP1 fusion reporter gene assay, we then searched for 
the trans-acting factors required for the newly discovered Tlcl terminator function. If a 
given factor is involved in this particular termination event, one expects read-through of 
the involved terminator sequence (and copper resistance) when said factor is rendered 
defective by mutation (Fig. 3A). Interestingly, the region between the polyA- Tlcl 3'- 
end (+1158) and the polyA+ 3'-end (+1242) contains sequences corresponding to Nrdlp 
and Nab3p consensus binding sites (30,31; Figs. 2A and SI). The Nrdl complex, 
composed of the Nrdlp, Nab3p and Senlp proteins, is necessary for transcription 
termination of many small non-coding RNAs such as sn/snoRNAs (21,25,32). To verify 
if termination of Tlcl transcription at the new site occurs via this Nrdl/Nab3 
termination pathway, we used the same copper-resistance indicator strains as above but 
in addition introduced thermosensitive alleles of NRD1, NAB3 and SEN1. Tenfold serial 
dilutions of cultures with cuplA strains carrying the various ACT1-CTJP1 constructs 
were spotted on copper plates and incubated at permissive or semi-permissive 
temperatures. Again as expected, strains harbouring no ACT1-CUP1 plasmid (No 
CUP1) or an ACT1-CUP1 plasmid with no inserted terminator (No term) showed 
copper sensitivity and resistance, respectively, at all temperatures in all strains (Figs. 3B 
and S2C). Further, in the wild type strain, the terminator for snoRNA (SNR13 term) as 
well as the newly discovered TLC1 terminator (TLC1-1233) caused copper sensitivity at 
all temperatures (see above and Figs. 3B and S2C). Previous work had demonstrated 
that Nrdlp and Nab3p are required for the SNR13 snoRNA transcription termination
(25,30). Accordingly, we observe SNR13 terminator read-through (copper resistance) 
when strains harbouring nrdl-5 (nrdl) and nab3-ll (nab3) ts alleles are grown at semi- 
permissive temperature (27°C for nab3, 32°C for nrdl, Figs. 3 and S2C). These cells 
are still sensitive to copper when grown at permissive temperature (23°C) where the
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Figure 3. The Tlcl upstream terminator depends on the Nrdl/Nab3 transcription 
termination pathway. (A) Diagram of the ACT1-CUP1 fusion reporter gene with a 
cloned intronic terminator and the expected phenotypes on copper plates for 
recognition/read-through of the terminator. (B) Tenfold serial dilutions of cultures with 
cuplA strain 46a (WT), nrdl-5 {nrdl) or nab3-ll (nab3) and containing ACT1-CUP1 
constructs with no terminator (No term), snoRNA terminator (SNR13 term) or Tlcl 
terminator (TLC1-1233). A strain harbouring no ACT1-CUP1 construct is used as a 
control for copper sensitivity (No CUPÏ). Cultures were spotted on medium lacking 
leucine and containing 0 or 0.5 mM added copper and incubated for 3 days at 
permissive (23°C) or semi-permissive (27°C for nab3, 32°C for nrdl) temperatures. (C) 
Same serial dilutions spot test as in (B) with strain 46a containing ACT1-CUP1 
constructs with no terminator (No term), snoRNA terminator (SNR13 term) or Tlcl 
terminator {TLC1-1233 term). The Tlcl terminator is either unchanged (WT) or 
contains point mutations in the consensus Nrdl binding site (Nrdl mBS), in the 
consensus Nab3 binding site (Nab3 mBS) or in both sites (Nrdl/Nab3 mBS). A strain 
harbouring no ACT1-CUP1 construct is used as a control for copper sensitivity (No 
CUP1). (D) Northern blot analysis of RNAs produced from ACT1-CUP1 reporter gene 
constructs using a CUP1-specific probe. TLC1-1233-25°C and TLC1-1233-32°C: RNAs 
derived from wild-type strain (46a) carrying the TLC1-1233 construct grown at 25°C or 
32°C. nrdl-TLCl-1233-25°C and nrdl-TLCl-1233-32°C: RNAs derived from cells 
carrying the nrdl-5 ts allele and the TLC1-1233 construct grown at permissive (25°C) 
or semi-permissive (32°C) temperature. TLCl-1233-Nab3mBs: RNA derived from wild- 
type 46a cells carrying the TLC1-1233 construct with a point mutation in the Nab3 
binding site. The TLC1-1209 construct is used as a negative control for transcription
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termination and the SNR13 snoRNA terminator is used as a positive control for 
termination (SNR13 term). A strain harbouring no ACT1-CUP1 construct is used as a 
negative control for hybridization (No CUP1). The RNA was hybridized to a probe 
specific to the CUP1 coding sequence downstream of the ACT I intron. Size estimations 
in nucleotides indicated on the left were obtained after visualization of the 18S rRNA 
by methylene blue staining and after rehybridization with a terminally labelled 
oligonucleotide specific for the U1 snRNA (not shown). The 18S rRNA visualized by 
methylene blue staining was used as a loading control.
Nrdl/Nab3 factors and SNR13 terminator are fully functional (Figs 3B and S2C). The 
TLC1 terminator comprised in the TLC1-1233 fragment behaved exactly like the 
snoRNA terminator in this assay: termination is properly executed at 23°C, conferring 
copper sensitivity, but is no longer functional at higher temperatures, allowing read- 
through and growth in presence of copper (Figs. 3B and S2C).
In order to further ascertain the implication of the Nrdl/Nab3 termination 
pathway in Tlcl transcription termination, we introduced single point mutations that are 
predicted to abolish the function of the consensus Nrdlp and Nab3p binding sites into 
the TLC1-1233 ACT1-CUP1 construct and analysed the effect on copper sensitivity. 
The wild-type TLC1 terminator (TLC1-1233 term WT) and the No CUP1, No term and 
SNR13 term controls again behaved as expected (see above and Fig. 3C). Strikingly, the 
single point mutation in the Nab3p binding site (TCTT to TCCT) is sufficient to abolish 
termination and allow growth on copper plates comparable to the No term control (Fig. 
3C; TLC1-1233 term Nab3 mBS). However, the Nrdl consensus binding site mutation 
(GTAG to CTAG) barely affected termination (Fig. 3C; TLC1-1233 term Nrdl mBS). 
A combination of the mutations in the Nrdlp and Nab3p sites yields the same effect 
than the single Nab3-site mutation. These observations strongly support the conclusion 
that the newly identified Tlcl terminator is under the control of the Nrdl/Nab3 
transcription termination pathway.
Formally, it remained possible that the copper sensitivity caused by the TLC1- 
1233 terminator is the result of defective splicing, somehow caused by the exogenous 
sequences inserted in the actin intron, but not by transcription termination, as we 
concluded. In order verify this possibility, we analysed the RNAs produced from the 
different ACT1-CUP1 reporter gene constructs by northern blot (Fig. 3D). A probe 
specific to the CUP1 coding sequence located downstream of die ACT1 intron should 
reveal accumulation of unspliced precursor RNAs, if there was no transcription arrest
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but rather splicing interference. However, the results obtained with this assay do not 
reveal any discernable Cupl mRNA produced in a wild-type strain carrying the TLC1- 
1233 construct (TLC1-1233-25°C and TLC1-1233-32°C) nor in a nrdl-5 strain carrying 
the TLC1-1233 construct grown at permissive temperature (nrdl-TLCl-1233-25°C, Fig. 
3D), which is consistent with a functional terminator. RNA derived from cells 
harbouring the construct with the SNR13 snoRNA terminator (SNR13 term) is used as a 
positive control for termination and again, no clear specific signal for read-through 
RNA can be detected (Fig. 3D). On the other hand, we used RNA derived from cells 
with the TLC1-1209 construct as control for read-through transcription followed by 
efficient splicing and there indeed were readily detectable specific mRNAs containing 
CUP1 sequences in this lane. Furthermore and also consistent with read-through, cells 
carrying the nrdl-5 ts allele and the TLC1-1233 construct grown at semi-permissive 
temperature (nrdl-TLC1-1233-32°C) show a significant increase in Cupl mRNA. 
Likewise, cells carrying the TLC1-1233 construct with the point mutation in the Nab3 
binding site (TLCl-1233-Nab3mBs) also produced Cupl mRNA. The two Cupl mRNA 
bands are also observed in the empty ACT1-CUP1 construct (data not shown) and are 
probably produced from alternative transcription start or termination sites. Regardless, 
these northern blots did not yield any evidence for detectable precursor RNAs 
containing CUP1 sequences in any of the cases where ACT1-CUP1 constructs caused 
copper sensitivity. Therefore, the presence of the Cupl mRNA (Fig. 3D) clearly 
correlates with copper resistance (Fig. 3B and 3C) and absence of signal with copper 
sensitivity, which strongly supports the conclusion that these effects result from 
transcription termination and not splicing interference.
The results obtained with the ACT1-CUP1 fusion reporter gene assay predict 
that affecting the members of the Nrdl/Nab3 termination pathway should disturb the 
balance between polyA+ and polyA- Tlcl RNA species. In order to verify this 
prediction, the expression of Tlcl RNA was analyzed in RNA derived from ts mutants 
of the Nrdl complex by northern blot. Cells were grown at semi-permissive temperature 
(27°C for nab3, 32°C for nrdl and senl) for 3 population doublings before RNA 
extraction. RNA quantifications were obtained as described in materials and methods 
and are presented as an average of a minimum of four independent experiments. 
Consistent with previous data, the Tlcl RNA in all strains grown at permissive 
temperature (23°C) contained 8% to 12% of polyA+ RNA (16 and Fig. 4). At semi- 
permissive temperature, a strain expressing die nrdl-5ts allele (nrdl in Fig. 4) displayed
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Figure 4. Ts alleles of members of the Nrdl/Nab3 transcription termination 
pathway disturb the Tlcl polyA+/polyA- balance. (A) Northern blot analysis of the 
levels of Tlcl polyA- and polyA+ RNA in wild-type (WT) or temperature-sensitive 
nrdl-5 {nrdl), nab3-ll (nab3) and senl-E1597K (senl) strains grown at permissive 
(23°C) or semi-permissive (27°C for nab3, 32°C for nrdl and senl) temperatures. Cells 
at semi-permissive temperature were grown for 3 population doublings before RNA 
extraction. The indicated percentage of polyadenylated Tlcl (% polyA+) is an average 
of a minimum of four experiments with the indicated standard deviations below. The 
northern blot shown is a representative of results obtained. RNA quantifications were 
obtained with a Phosphorlmager and the IMAGE-QUANT (Molecular Dynamics) and 
PeakFit (Systat Software Inc) softwares. In order to control for variations in total RNA 
amounts, die membranes were stripped of radioactivity and rehybridized to a probe 
specific for the Actl mRNA. Loss of function of Nrdlp, Nab3p and Senlp in the 
growth conditions used was determined by rehybridization to a probe specific for the 
snR13 snoRNA and detection of the level of read-through products. (B) Graphical 
representation of variations in the percentage of polyadenylated Tlcl in Nrdl/Nab3 
transcription termination pathway mutants observed by northern blot in (A).
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a significant increase in the percentage of polyA+ Tlcl, up from 8% at permissive 
temperature to 26%. The results are similar for RNA derived from cells with the nab3- 
Jlts allele (nab3 in Fig. 4), but the changes are less significant (10% to 22%). The 
percentage of Tlcl polyA+ RNA was practically unchanged for cells carrying the senl- 
E1597Kts allele (senl in Fig. 4) grown at semi-permissive temperature (12% and 11%). 
The WT strain also showed no significant change in the fraction of polyA+ Tlcl when 
grown at various temperatures. Similar results were observed with cultures exposed to 
restrictive temperature (37°C) for 3 hours (data not shown). Membranes stripped and 
rehybridized to a probe specific for actin mRNA revealed minimal variations in total 
Tlcl RNA amounts between samples (Fig. 4B). As a positive control for Nrdlp, Nab3p 
and Senlp inactivation in the growth conditions used, the same membranes where 
rehybridized to a probe specific for the snR13 snoRNA. It was shown previously that 
affecting members of the Nrdl/Nab3 termination pathway causes read-through of the 
natural SNR13 terminator, eventually yielding an accumulation of an extended RNA
(25,30). Our experiment described above indeed also revealed an increase of the read- 
through RNA from the snR13 RNA locus in ts cells grown at semi-permissive 
temperature (Fig. 4A, bottom panel). The relative increases for this positive control 
RNA parallel quite well the increases for the Tlcl RNA, i.e. robust increase in the nrdl 
mutant and a rather marginal one in the nab3 mutant. Taken together, these results 
allow us to conclude that the newly discovered Tlcl terminator located upstream of the 
natural first polyA+ sites is under the control of the Nrdl/Nab3 transcription 
termination pathway.
DISCUSSION
Despite the continuously increasing number of new types of RNAs, the 
telomerase RNAs remain in a class of their own. For example, the budding yeast Tlcl 
RNA is similar to snRNAs with a TMG cap and Sm-protein binding at its 3'-end. 
However, due to its size and particularly to the occurrence of a polyadenylated 
(polyA+) form, it also has striking features of an mRNA. The picture does not get 
clearer when the RNA of other species are considered. The RNA from ciliates is 
transcribed by RNA polymerase in with a promoter resembling that of U6 snRNA 
genes (33,34) and human telomerase RNA shares features with H/ACA snoRNAs
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(35,36). Furthermore, the mechanisms controlling the expression of the telomerase 
RNA moiety needs to be clarified since the abundance of telomerase components is 
critical for telomere stability. We therefore began investigating the regulation of Tlcl 
RNA generation by an analysis of the TLC1 3'-end sequences in order to identify 
regulatory elements controlling its transcription termination and 3' maturation.
Previously it was shown that only the polyA- form of the Tlcl RNA is 
associated with the active telomerase RNP (17). The physical 3'-end of that RNA is 
located only 15 nucleotides downstream of the start of the Sm-protein binding site (17 
and Fig. 1C). While these data could not completely exclude the possibility that a small 
minority of the active telomerase RNPs may also contain the polyA+ form of the Tlcl 
RNA, most likely the polyA- form by in large is predominant and the above question 
becomes how this polyA- RNA ending at nucleotides 1157 or 1158 is generated. The 
current tenet in the field was that Tlcl is first produced as a longer polyA+ RNA that is 
then processed into the mature polyA- form (16). This idea was based on the fact that 
the level of both the polyA+ and polyA- forms of Tlcl are reduced upon the depletion 
of the polyadenylation termination factors Pcflp and RNA14p/15p (16). Nevertheless, 
the possibility of a direct formation of a polyA- Tlcl without a need for the polyA+ 
precursor was hinted to by the fact that even in this experiment, a certain amount of the 
shorter Tlcl polyA- RNA continues to accumulate hours after the disruption of RNA 
polyadenylation (16 and data not shown). In addition, when the Tlcl polyadenylation 
signals are fused to another non-coding RNA (snoRNA), the generated polyA+ RNA 
was not processed into polyA- RNA (37). Our experiments described here show that 
mutating all probable or cryptic polyadenylation signals near the Tlcl 3'-end altered the 
synthesis of the polyA+ form without affecting the quantity or quality of the mature 
polyA- RNA. This result demonstrates that accumulation of the naturally occurring 
polyA+ Tlcl is not required for the biogenesis or function of telomerase (Fig. 1).
The data thus lead to the suggestion that other sequences near the 3'-end of TLC1 
may be required for the generation of the mature RNA. To explore this possibility, we 
inserted sequences from the TLC1 3'-end into the ACT1-CUP1 fusion reporter gene. 
This approach allowed the identification of sequence elements that prevented the 
production of a Cupl coding RNA, yielding copper sensitivity of the cells (Figs. 2 and 
3D). Most surprisingly, the terminator elements defined by these experiments are 
located upstream of the previously documented Tlcl polyadenylation sites (Fig. 2) and 
included a consensus binding site for the Nab3 terminator protein and several weak, but
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conserved consensus sites for the Nrdl terminator protein (Fig. SI). This finding raised 
the possibility that mature polyA- Tlcl RNA indeed could be generated via the 
Nrdl/Nab3-dependent RNA maturation pathway. Indeed, in yeast and in most metazoan 
cells, the mature 3'-ends of the majority of the non-coding RNAs are non- 
polyadenylated and are produced through this Nrdl/Nab3 termination pathway that is 
distinct from that generally acting on mRNAs (38-40). In yeast, the central Nrdl 
complex required for this pathway is composed of Nrdlp, Nab3p and Senlp (21, 25, 
32). It is important to note that in the process of transcription termination, the Nrdl 
complex acts in concert with the TRAMP complex to add a very short oligo(A) tail of 
about 2-4 adenosines that subsequently promotes RNA maturation or degradation by the 
exosome (41,42). However, the actual terminal DNA encoded nucleotide on the RNA 
can be at various distances from the Nrdl/Nab3 binding sites.
Quite remarkably, a recent study in fact documented binding of Nrdlp and 
Nab3p to the very same Tlcl 3-end region and quite convincingly determined Tlcl 
RNA 3'-ends with short oligo(A) tails in the area (43). In fact, the 3' position of the 
minimal sequence required for transcription termination as determined here (+1218) 
coincides almost to the nucleotide with the most downstream of the Nrdl-mediated 3'- 
ends determined by Clip-sequencing (+1221; see Fig. SI and ref. 43). Furthermore and 
most importantly, these positions clearly are upstream from the first polyA+ addition 
site determined previously (+1242; ref. 16). These data therefore strongly suggest that 
the Nrdl/Nab3-dependent non-coding RNA termination pathway causes transcription 
termination around nucleotide + 1220.
Further supporting this conclusion are our findings that in the absence of frilly 
functional Nrdlp or Nab3p, read-through occurs on the new Tlcl terminator in the 
ACT 1-CUP 1 reporter gene assay (Fig. 3). In fact most revealing is the fact that a single 
point mutation in the Nab3p binding site is sufficient to abolish the function of the Tlcl 
terminator (Fig. 3C). As predicted by these results, analyses of RNAs extracted from 
cells carrying ts alleles of NRD1 or NAB3 grown at semi-permissive temperatures 
revealed an increase in the proportion of the polyA+ form of Tlcl (Fig. 4). Consistent 
with this latter observation, RNA derived from cells harbouring a different NRD1 
mutant allele (nrdl-102) and that were incubated at restrictive temperature also showed 
a near twofold increase in longer Tlcl forms, most likely the polyA+ forms (43). Our 
hypothesis stipulates that the Tlcl RNA is produced by a RNA polymerase II 
transcription complex that terminates upon recognition of the Nrdl/Nab3 termination
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signals (Fig. 5). Short oligoA addition and processing of that transcript back to the 
+1158 will create the polyA- Tlcl RNA without the necessity of a polyA+ precursor. 
Formally, we cannot exclude the possibility that part of the mature polyA- RNA could 
be formed through processing of the longer polyA+ form. Thus, Tlcl RNA 3'-end 
formation could occur via two redundant pathways: the first constitutive and major 
pathway directly produces the necessary polyA- RNA via the Nrdlp-dependent snRNA 
pathway, as shown by the results presented here. The second pathway would be based 
on some read-through of the Nrdlp/Nab3p sites, generating polyA+ RNA at the next 
available cryptic polyA+ sites and this polyA+ RNA could be processed, at least in part, 
into the same polyA- form as above (see Fig. 5). There is indeed precedence for this 
secondary pathway as well: a transcription complex that bypasses a Nrdl/Nab3- 
dependent snRNA termination signal usually terminates in the nearest next stretch of 
A/U rich sequence (44,45). Indeed, many snoRNAs and snRNAs become 
polyadenylated upon the deletion of ribonucleases that normally degrade aberrant RNAs 
(44).
The Tlcl RNA maturation pathway, including the fail-safe termination by a 
polyA+ form, may thus be the same as that used for snRNAs and consequently, together 
with the known other Tlcl properties that are similar to snRNAs, the findings presented 
here strongly suggests that the budding yeast telomerase RNA belongs to the snRNA 
class of RNAs. It has been reported that termination at Nrdlp/Nab3p dependent sites 
may be inefficient for a relatively long RNAs (32): Indeed, the only known polyA- 
RNA of the approximate size of Tlcl in yeast (U2 snRNA) uses endoribonucleolytic 
cleavage by the dsRNA specific ribonuclease Rntlp to suppress polyadenylation (44). 
However, there still are numerous cases where the Nrdl/Nab3 complex seems to 
function more than 1 kb downstream of the transcription start site (43, 46, 47). Given 
that the H cl RNA termination mechanism relies strongly on the Nab3p binding site, 
less so on the Nrdlp-sites and is independent of Senlp, the Tlcl terminator could be a 
long-snRNA terminator variant similar to the one after the snR20 gene (32).
Although both the polyA+ and polyA- species of Tlcl coexist in normal cells, 
the functional importance of the polyA+ form remains unclear. Both forms of Tlcl are 
conserved in different “sensu stricto” Saccharomyces (data not shown) and even in 
distant yeast relatives like K. lactis (16). However, different mechanisms have evolved 
for telomerase RNA 3' end formation. For example, in S. pombe a particular 
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Figure 5. Graphical illustration of maturation pathways for Tlcl RNA. A schematic 
representation of the TLCJ transcription unit, with a focus on the 3'-end, is shown on 
top. The transcription elongation complex of TLC1 either terminates near the mature 
polyA- 3'-end via the non-coding Nrdl/Nab3 RNA termination pathway when 
encountering Nrdlp/Nab3p binding sites or continue to the nearby polyadenylation
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signals. Termination near the mature end will result in a TMG-capped and non- 
polyadenylated RNA that is trimmed by 3' to 5'-end exonucleases to the mature 3'-end 
defined by the position of the Sm binding proteins. Termination near a polyadenylation 
signal via the cleavage/polyadenylation machinery will produce a polyadenylated RNA 
that will normally be deadenylated and degraded by exonucleases, unless stabilised by 
the binding of Sm proteins in the cytoplasm that also facilitates Tlcl import to the 
nucleus. Therefore, this polyadenylated Tlcl can also be processed to the mature form. 
According to this model, individual mutations in either pathway may not dramatically 
affect the steady state level of mature Tlcl RNA.
RNA could be considered a variant H/ACA snoRNA (35, 36). We propose that the 
persistence of Tlcl polyadenylation in closely related yeast species simply reflects the 
limitation of the termination mechanisms generating non-polyadenylated RNA. This 
idea also underscores the very high importance of transcription termination for 
generating adequate steady state levels of RNA. In order to make sure proper amounts 
of RNA are present in the cells at the required time-points, cells have evolved redundant 
pathways ensuring termination at every single transcription unit and these include the 
fail-safe mechanism for mRNA termination using the Nrdl/Nab3 complex or Rntl 
cleavage (51), or the bipartite terminator at the 3' end of some genes of snoRNAs (37, 
42, 52-54).
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S.cerevisiae strains used in this study
Strain Relevant genotype Source
CSHY76 (MATa/a; ade2/ade2\ ura3/ura3; Ieu2/leu2; his3/his3; trpl/trpl; tlclA::LEU2/TLCl; rad52::TRPl/RAD52) (20)
Tlcl-WT (MATa; ade2; ura3; leu2; his3; trpl; tlclA::LEU2; rad52A::TRPl; pADCEN36 ) This study
Tlcl- 
3'MUT
(MATa; ade2; ura3; leu2; his3; trpl; tlcl A::LEU2; 
rad52A::TRPl; SLP149 ) This study
tlclA (MATa; ade2; ura3\ leu2; his3; trpl; tlclA:LEU2; rad52A::TRPl) This study
46a (MATa; cupl A; ura3\ leu2; lys2; his3; trpl-, ade2) (23)
nrdl-5 (MATa; cupl A; ura3\ leu2; lys2\ his3; trpl', ade2; nrdl- V368G) (21)








Plasmids used in this study
Plasmid Description Source
pADCEN36 TLC1-WT (24)
SLP149 Tic 1-3'MUT in pADCEN36-SpeI-SalI This study
SLP161 Tlcl-3TVTUT from SLP149 in pRS316 Smal This study
TLC1-1180 TLC1 +1130 (Nsil) to +1180 in pGAC24 Xhol This study
TLC1-1209 TLC1 +1130 (Nsil) to +1209 in pGAC24 Xhol This study
TLC1-1218 TLC1 +1130 (Nsil) to +1218 in pGAC24 Xhol This study
TLC1-1228 TLC1 +1130 (Nsil) to +1228 in pGAC24 Xhol This study
TLC1-1233 TLC1 +1130 (Nsil) to +1233 in pGAC24 Xhol This study
TLC1-1266 TLC1 +1130 (Nsil) to +1266 in pGAC24 Xhol This study
TLC1-1290 TLC1 +1130 (Nsil) to +1290 in pGAC24 Xhol This study
TLC1-1311 TLC1 +1130 (Nsil) to +1311 in pGAC24 Xhol This study
TLC1-131H TLC1 +1130 (Nsil) to +1311 in pGAC24 Xhol (inverted sequence) This study
TLCl-1233NrdlmBs Nrdl binding site mutation in TLC1-1233 This study
TLCl-1233NrdlmBs Nrdl binding site mutation in TLC1-1233 This study
TLC1-
1233Nrdl/Nab3mBs
Nrdl and Nab3 binding sites mutations in 
TLC1-1233 This study
SNR13 term SNR13 terminator (+125/+232) in pGAC24 Xhol (25)
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TABLE S3
Primers used in this study
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Figure SI. Sequence alignment of the TLC1 3'-end obtained from different Saccharomyces “sensu stricto” species. The sequence from S. 
cerevisiae S288C (Scec), S. cerevisiae SKI (Seek), S. paradoxus (Spar), S. cariocanus (Scar), S. mikatae (Smik), S. kudriavzevii (Skud), S. 
bayanus (Sbay) and S. pastorianus (Spas) were aligned according to the major 5'-end of Scec. The Sm Binding-site of Tlcl RNA was used to 
guide the alignment. Dashes (-) denote gaps introduced to improve the alignment. The consensus sequence (Cons) is shown at bottom with the 
uppercase, lower case and dots representing universally conserved, conserved (-75%) or variable nucleotides respectively. The position of the 
polyA+ and polyA- ends and the position of Nab3p and Nrdlp consensus binding site are indicated on top. Potential weaker Nrdl binding sites 
are underlined. Polyadenylation signal mutations with nucleotide substitutions are indicated on top. Positions of oligo(A) addition as reported in 
(43) are indicated on top. Nucleotide positions are relative to transcription start site.
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Figure S2. (A) Diagram of the ACT1-CUP1 fusion reporter gene with a cloned intronic 
terminator and the expected phenotypes on copper plates. (B) Tenfold serial dilutions of 
cupl A strain 46a containing ACT1-CUP1 constructs with no insert or with inserted 
sequences from Tlcl 3'-end. (C) Tenfold serial dilutions of cupl A strains 46a (WT), 
nrdl-5 (nrdl) or nab3-ll (nab3) containing ACT1-CUP1 constructs with no terminator 
(No term), snoRNA terminator (SNR13 term) or Tlcl terminator (TLC1-1233). Cultures 
were spotted on medium lacking leucine and containing 0 or 0.5 mM added copper and 
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CHAPITRE 3
La longueur des télomères dans les leucocytes du sang périphérique de patients 
atteints de polyarthrite rhumatolde débutante.
Avant-propos
La polyarthrite rhumatoïde (PR) est une maladie auto-immune caractérisée par 
une inflammation chronique causant une destruction progressive des articulations. Les 
nouveaux traitements disponibles sont très coûteux, mais sont particulièrement efficaces 
s’ils sont administrés de façon intensive tôt après le début de la maladie. Mais il reste 
extrêmement difficile de discriminer, en début de maladie, les patients qui 
développeront une arthrite persistante et destructive, donc nécessitant un traitement 
intensif, de ceux dont l’inflammation disparaitra avec peu ou pas de traitement. Le défi 
est donc d’identifier des marqueurs pronostiques pouvant aider à faire cette 
discrimination. Il a été observé que les patients atteints de PR établie ont en circulation 
des lymphocytes dont les télomères sont significativement plus courts que ceux de 
sujets sains du même âge. L’objectif est donc de confirmer l’érosion des télomères des 
cellules du sang circulant dans une vaste cohorte de patients avec arthrite débutante et 
d’observer des corrélations possibles avec la progression et la sévérité de la maladie. 
Des résultats préliminaires ont été obtenus en utilisant trois techniques de mesure de la 
taille des télomères : TRF, STELA et qPCR (voir introduction).
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MATÉRIEL ET MÉTHODES
Description de la cohorte
La cohorte de patients avec arthrite débutante à été décrite en détail 
précédemment (Boire et al., 200S). Cette cohorte longitudinale est parmi les plus 
importantes du monde et certainement la plus importante au Canada. Depuis l’année 
1998, des patients adultes avec synovite affectant au moins 3 articulations depuis 1 à 12 
mois évalués au Centre Hospitalier Universitaire de Sherbrooke (CHUS) ont donné leur 
consentement pour participer à l’étude. Les patients ne remplissant pas les critères de 
diagnostic pour l’arthrite rhumatoïde déterminés en 1987 par l’ACR (American College 
of Rheumatology) n’ont pas été rejetés (Amett et a l, 1988). Donc, des patients 
souffrant d’arthrite non-caractérisée sont inclus dans l’étude. À ce jour, la cohorte 
comporte près de 600 patients qui sont suivis par des rhumatologues et traités avec une 
approche rapide et intensive utilisant des médicaments antirhumatismaux modificateurs 
de la maladie (DMARDs-Disease-modifying antirheumatic drugs). Les traitements sont 
individualisés avec l’objectif d’atteindre une rémission clinique. Les patients sont 
réévalués de façon complète (évaluation clinique, radiologique, biologique et 
fonctionnelle) à environ 12, 18, 30, 42 et 60 mois après le début de l’arthrite. Du sang 
périphérique est prélevé et l’ADN génomique en est extrait, au moment de l’inclusion 
dans l’étude et à chacune des visites de suivi. Le caractère préliminaire de cette étude ne 
nécessite pas une description détaillée dé toutes les caractéristiques évaluées par les 
rhumatologues. Une liste des principales caractéristiques est donc simplement présentée 
en annexe (Tableau supplémentaire 1).
Extraction d’ADN génomique
L’ADN génomique a été purifié à partir de 2,5 ml de sang total traité à l’EDTA 
en utilisant une trousse d’extraction commerciale (Wizard Genomic DNA purification 
kit; Promega). Brièvement, les érythrocytes sont d’abord lysés et les leucocytes sont 
récupérés par centrifugation. Cellules et noyaux sont ensuite lysés et les protéines sont 
éliminées par une étape de précipitation au sel. L’ADN génomique est finalement 
concentré et dessalé par une précipitation à l’isopropanol. Les échantillons sont 
conservés à 4°C. Les extractions ont été réalisées par une assistante de laboratoire dans 
le laboratoire du Dr Gilles Boire au Centre de recherche clinique Étierme-Le Bel (CRC).
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J’ai également réalisé quelques extractions d’ADN provenant de donneurs sains pendant 
la mise au point de la technique de mesure de télomères par STELA. Une méthode 
alternative de purification d’ADN, incluant une étape de digestion à la protéinase K, 
suivie d’une extraction organique au phénol/chloroforme et d’une précipitation à 
l’isopropanol, a aussi été essayée (Sambrook et Russell, 2006). L’ADN génomique 
extrait de cellules HeLa, fournies par le Dr Gilles Boire, a été utilisé à titre comparatif 
pendant l’optimisation du STELA. La concentration de l’ADN a été estimée à l’aide 
d’un fluorimètre en colorant l’ADN avec l’agent intercalant fluorescent Hoechst 33258. 
L’intégrité de l’ADN est évaluée en soumettant les échantillons à une électrophorèse sur 
gel d’agarose suivi d’une coloration au bromure d’éthidium. Seuls les échantillons 
utilisés pour le STELA et pour l’analyse par TRF ont été vérifiés systématiquement. 
L’intégrité des ADN destinés au qPCR n’a pas été vérifiée de façon systématique.
Analyse des TRF par buvardage de type Southern
La mesure de la taille moyenne des télomères par analyse des TRF est effectuée 
suivant une méthode classique (Harley et al., 1990; Kimura et al., 2010). Environ 5 pg 
d’ADN génomique ont été digérés par une combinaison des enzymes de restriction 
Hinfl et Rsal. La concentration des ADNs ainsi digérés a de nouveau été quantifiée au 
fluorimètre. Un minimum de 3 pg d’ADN digéré a été chargé sur un gel d’agarose 0,5% 
(p/v) et migré pendant 16h. Un marqueur de poids moléculaire 1 kpb (Invitrogen) 
radiomarqué a été migré en parallèle. L’ADN a été transféré sur membrane de nylon 
(Hybond-XL; Amersham) et hybridé avec l’oligonucléotide (C3TA2)3 radiomarqué en 5' 
avec la polynucléotide kinase T4 (NEB), qui est complémentaire aux répétitions 
télomériques. L’acquisition des signaux a été réalisée à l’aide d’un Phosphorimager 
(Storm 860; Amersham) ou par autoradiographie suivie d’une numérisation. Pour 
chaque trainée (smear) correspondant aux TRF, le logiciel Totallab TL100 (Nonlinear 
Dynamics) ou ImageQuant (Molecular Dynamics) a permis de générer un graphique de 
la densité optique en fonction de la migration en pixel (voir Figure 20B pour un 
exemple). Les distances de migration ont été converties en poids moléculaire en 
comparant avec la migration du marqueur 1 kpb. Pour calculer la taille des télomères en 
tenant compte du biais d’hybridation des plus longues séquences, l’équation suivante a 
été utilisée : Taille moyenne de TRF = L(DO,)/I(DO,/ T,), ou DO, = densité optique à la 
position i et 7} est la taille de TRF à la position i.
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Mesure de la taille des télomères par STELA
La technique STELA est basée sur l’amplification spécifique d’un télomère 
(Baird et al., 2003). La première étape consiste en un marquage de l’extrémité des 
télomères par appariement et ligation d’un oligonucléotide linker, le Telorette, composé 
d’une partie complémentaire à l’extension simple-brin G-riche et d’une partie non- 
complémentaire unique (Figure 18). Une réaction de PCR utilisant une amorce 
identique à cette queue unique, le Teltail, et une amorce XpYpE2 reconnaissant une 
séquence unique dans la région sous-télomérique du bras court des chromosomes 
sexuels X et Y, permet l’amplification spécifique du télomère XpYp. Les produits de 
PCR sont séparés par électrophorèse et visualisés par buvardage de type Southern en 
utilisant une sonde sous-télomérique. Chaque bande obtenue correspond au produit de 
l’amplification d’un seul télomère. Pour être en mesure de bien discerner les bandes, 
l’ADN génomique doit être dilué suffisamment pour que la réaction de PCR n’amplifie 
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Figure 18. Représentation schématique du STELA au télomère XpYp. Le schéma 
représente un télomère avec les séquences sous-télomériques et les répétitions 
télomériques. L’ADN génomique à analyser est préalablement digéré avec l’enzyme de 
restriction EcoRI. Le principe de la technique STELA repose sur un marquage des 
télomères par appariement et ligation du telorette, un oligonucléotide qui est 
complémentaire à l’extension G-riche et qui comporte une partie non-complémentaire 
unique. L’amplification des télomères par PCR utilise ensuite une amorce unique, le 
teltail, et une amorce XpYpE2 spécifique au télomère XpYp. Les télomères amplifiés 
sont visualisés par buvardage de type Southern en utilisant une sonde sous-télomérique 
obtenue par PCR avec les amorces XpYpE2 et XpYpB2. Modifié de (Baird et al., 
2003).
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L’analyse de la taille des télomères par STELA est donc réalisée selon la 
technique décrite précédemment (Baird et a l, 2003), avec modifications. Environ 1 pg 
d’ADN génomique a été digéré par l’enzyme de restriction EcoRI. La concentration de 
l’ADN ainsi digéré a de nouveau été quantifiée au fluorimètre. Ensuite, 10 ng d’ADN 
digéré ont été ligués à 9 pmoles de telorette avec 1,5 unité de T4 ADN ligase dans un 
volume final de 10 pl. La ligation a été réalisée à 35°C pendant 12 h. La ligase a été 
inactivée à 65°C pour 15 minutes. La composition de la réaction de PCR est la suivante, 
modifiée de (Baird et al, 2003) : 250 pg d’ADN ligué, 0,5 pM des amorces XpYpE2 et 
teltail, 0,2 mM dNTPs, 1,5 mM MgCl2, 75 mM Tris-HCl pH 8, 0,01% (v/v) Tween-20, 
1 unité de Taq polymérase + Pfu polymérase (ratio Taq:Pfu de 3:1), dans un volume 
final de 15 pl. Une réaction de PCR pour contrôler la spécificité de la réaction et 
l’intégrité de l’ADN a été réalisée en utilisant les amorces XpYpE2 et XpYpB2 (Figure 
18). La réaction de PCR a été effectuée selon les conditions suivantes, modifiées de 
(Baird et a l, 2003) : 25 cycles de 94°C pour 15 secondes, 65°C pour 30 secondes et 
68°C pour 10 minutes. Tout le volume de réaction a été chargé sur un gel d’agarose 
0,5% (p/v) et migré pendant 16 h. Un marqueur de poids moléculaire 1 kpb 
radiomarqué a été migré en parallèle. L’ADN a été transféré sur membrane de nylon et 
hybridé avec un produit de PCR obtenu avec les amorces XpYpE2 et XpYpB2 et 
radiomarqué par extension d’amorces. L’acquisition des signaux a été réalisée à l’aide 
d’un Phosphorimager. Le logiciel Totallab TL100 a été utilisé pour détecter les bandes. 
Les distances de migration ont été converties en poids moléculaire en comparant avec la 
migration du marqueur 1 kpb. Notons que toutes les tailles de télomères présentées ont 
été corrigées pour enlever la partie sous-télomérique de 0,4 kpb (Figure 18). Les 
séquences des amorces sont présentées en annexe (Tableau supplémentaire 2).
Mesure de la taille des télomères par qPCR
Dans une autre technique, des amorces particulières utilisées par Cawthon pour 
amplifier spécifiquement les répétitions télomériques limitent à la fois l’hybridation des 
amorces entre eux et la formation de produits dérivés de dimères d’amorces. Elles sont 
composées d’un patron répété de 6 bases et d’une séquence unique en 5'. L’hybridation 
la plus stable des amorces entre eux implique un appariement de 4 bases consécutives 
suivies de 2 bases non-appariées, avec la dernière base en 3' non-appariée (Figure 19; 
(Cawthon, 2002)).
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Figure 19. Design particulier des amorces de qPCR permettant l’amplification 
spécifique des télomères tout en limitant les dimères d’amorces. L’hybridation des 
amorces de qPCR aux répétitions télomériques et entre eux lors du 1er cycle de PCR est 
représentée. (A) Les amorces tel 1 et tel 2 sont constituées de répétitions de 6 bases et 
d’une séquence unique en 51. L’amorce tel 1 peut s’hybrider sur une longueur de 31 pb 
sur le brin orienté 5'—»3' vers le centromère et l’amorce tel 2 peut s’hybrider sur une 
longueur de 33 pb sur le brin orienté 5'—>3' vers l’extrémité du chromosome. Chaque 
sixième nucléotide est non-apparié, mais les 5 derniers nucléotides en 3' sont appariés. 
Les flèches larges représentent l’ajout de séquences par la polymérase. (B) 
L’appariement des amorces entre eux produisant le dimère le plus stable implique 4 
bases consécutives et 2 bases non-appariées, avec la dernière base en 3' non-appariée. 
Modifié de (Cawthon, 2002).
La méthode de mesure des télomères par qPCR repose sur l’observation que le 
ratio T/S, correspondant au nombre de copies de répétitions télomériques amplifiées (T) 
sur le nombre de copies d’un gène unique amplifié (S), est proportionnel à la taille 
moyenne des télomères (Figure 17). La technique mesure ainsi le facteur par lequel ce 
ratio T/S diffère entre un échantillon et un échantillon de référence, ce qui permet une 
mesure relative de la taille des télomères (Cawthon, 2002). La technique mesure donc le 
contenu en répétitions télomériques plutôt que la taille des télomères. Une modification 
de la méthode qui permet de déterminer la taille absolue des télomères en kpb 
(O'Callaghan et al., 2008) a été utilisée dans la présente étude. Cette méthode implique 
de rapporter les résultats de l’amplification des répétitions télomériques (T) et du gène 
unique (S) sur 2 courbes standard. La première courbe est produite grâce à différentes 
dilutions d’un oligomère composé uniquement de répétitions télomériques et permet de
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mesurer le contenu en séquences télomériques en kpb dans un échantillon. La deuxième 
courbe est générée à l’aide de dilutions d’un oligomère correspondant au gène unique et 
permet de quantifier le contenu en ADN en kpb dans un échantillon.
Les mesures absolues des tailles de télomères par qPCR sont effectuées suivant 
la méthode décrite précédemment (Cawthon, 2002; O'Callaghan et a l, 2008) et ont été 
réalisées au Laboratoire de Génomique Fonctionnelle de l’Université de Sherbrooke. 




Mesure de la taille des télomères des leucocytes par la technique de TRF
Le choix de la méthode appropriée pour mesurer la longueur des télomères est 
crucial dans l’élaboration de toute étude épidémiologique. L’analyse des TRF, le 
STELA et le qPCR sont les trois techniques envisagées pour entreprendre cette étude. 
La technique classique de mesure par TRF, bien qu’elle soit simple et bien établie, 
requiert plusieurs microgrammes d’ADN. La disponibilité de telles quantités d’ADN 
pour chaque patient est incertaine. De plus, la grande variation dans la taille des 
télomères entre les cellules et entre les différents chromosomes produit sur des gels une 
trainée de TRF très hétérogène, ce qui affecte la capacité à observer de faibles 
changements de taille. Ces aspects problématiques ont mené à la conclusion que la 
mesure par TRF n’était pas la technique appropriée à l’étude. L’analyse par TRF a 
toutefois été utilisée pour valider les résultats obtenus par d’autres techniques. L’ADN 
génomique extrait des leucocytes provenant d’un sous-groupe de 19 patients a été utilisé 
pour la mise au point des techniques de mesure de la taille des télomères. Notons que 
ces patients ont été exclus de la cohorte pour diverses raisons (décès précoce pendant le 
suivi, retrait volontaire, disparition des symptômes, diagnostic d’une autre maladie, 
absence d’échantillons pour certains points de contrôle, matériel génomique insuffisant) 
et sont donc seulement utilisés pour l’optimisation des techniques.
Les TRF libérés par digestion enzymatique sont séparés par électrophorèse et 
visualisés par buvardage de type Southern avec une sonde télomérique (Figure 20A). 
On observe la trainée très étendue correspondant aux TRF qui illustre bien la grande 
hétérogénéité dans les tailles des télomères. Un graphique de l’intensité du signal en 
fonction de la migration en pixel peut être généré et les distances de migration des TRF 
ont été converties en poids moléculaire en comparant avec la migration du marqueur 1 
kpb (Figure 20B). La taille moyenne des télomères a été estimée pour les 19 patients 
(Figure 20C). Les télomères sont en moyenne les plus courts (5,6 kpb) chez le patient # 
162 et les plus longs (7,8 kpb) chez le patient #  1.
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Figure 20. Mesure de la taille des télomères dans les leucocytes de patients par la 
technique de TRF. (A) L’ADN génomique extrait des leucocytes du sang 
périphérique est digéré par Hinfl et Rsal et séparé par électrophorèse. Les TRF sont 
visualisés par buvardage de type Southern en utilisant une sonde marquée 
reconnaissant les séquences télomériques. Chaque piste numérotée correspond à 
l’ADN d’un patient. Un marqueur de poids moléculaire marqué (M) est migré en 
parallèle pour évaluer les tailles. (B) Exemple de graphique de la densité optique en 
fonction de la migration en pixel pour le patient 162. Les distances de migration ont 
été converties en poids moléculaire en comparant avec la migration du marqueur 1 
kpb. (C) La taille moyenne des télomères mesurée pour chaque patient.
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Mise au point de la technique d’analyse des télomères par STELA en utilisant 
l’ADN génomique de cellules HeLa
Les caractéristiques de la présente étude n’étant pas compatibles avec 
l’utilisation de la méthode classique de mesure par TRF, il était nécessaire de choisir 
une technique avec une plus grande résolution et une plus grande sensibilité. Le 
potentiel d’une technique utilisant l’amplification par PCR, le STELA, a été évalué. La 
méthode décrite par Baird (Baird et al., 2003) a cependant nécessité plusieurs 
modifications des conditions expérimentales avant de donner des résultats acceptables. 
Les détails de la mise au point ne sont pas montrés, mais les nombreux paramètres 
évalués sont listés en annexe (Tableau supplémentaire 3). Cette optimisation a été 
effectuée en grande partie en utilisant l’ADN génomique extrait de cellules HeLa. Les 
télomères de la lignée cellulaire utilisée ont tout d’abord été mesurés par TRF et 
présentent une taille moyenne de 3,8 kpb (Figure 21 A).
Pour les mesures de STELA, l’extrémité des télomères des cellules HeLa est 
d’abord marquée par appariement et ligation du telorette. Les amorces XpYpE2 et teltail 
sont ensuite utilisées pour amplifier spécifiquement les télomères. Xp et Yp. Les 
télomères sont visualisés par buvardage Southern avec une sonde reconnaissant la 
séquence entre XpYpE2 et XpYpB2 (Figure 18). La spécificité de la réaction de PCR et 
l’intégrité de l’ADN sont constatées par l’amplification d’un produit majeur de 406 pb 
avec les amorces XpYpE2 et XpYpB2 (Figure 21B). Le fragment d’ADN utilisé pour 
faire la sonde est migré en parallèle comme contrôle d’hybridation. Les pistes marquées 
XpYpE2 x teltail correspondent à 2 réactions de PCR indépendantes et chaque bande 
correspond au produit de l’amplification d’un télomère (Figure 21B). La 1èr* piste révèle 
12 bandes, tandis que la seconde en révèle 10. La moyenne des tailles calculée pour les 
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Figure 21. Mesure de la taille des télomères de cellules HeLa par les techniques de 
TRF et de STELA. (A) Analyse des TRF. L’ADN génomique de cellules HeLa digéré 
par Hinfl et Rsal (HeLa) est séparé par électrophorèse et les TRF sont visualisés par 
buvardage de type Southern en utilisant une sonde reconnaissant les séquences 
télomériques. Le contrôle d’hybridation (ctl hyb) est un plasmide linéarisé contenant 
des répétitions télomériques. La taille moyenne des télomères est estimée en 
comparant la distance de migration des TRF avec celle d’un marqueur de poids 
moléculaire (M). (B) Analyse de télomères par STELA. Les télomères des cellules 
HeLa sont marqués par appariement et ligation du telorette. Les télomères Xp et Yp 
sont amplifiés par PCR avec les amorces teltail et XpYpE2 (XpYpE2 x teltail). Les 
amorces XpYpE2 et XpYpB2 sont utilisées pour contrôler la spécificité de la réaction 
et l’intégrité de l’ADN (XpYpE2 x XpYpB2). Chaque piste correspond à une réaction 
de PCR indépendante. Les produits amplifiés sont visualisés par buvardage Southern 
en utilisant une sonde sous-télomérique. Comme contrôle d’hybridation, 100 pg du 
fragment d’ADN utilisé pour faire la sonde est analysé en parallèle (fragment de 
sonde). La taille des télomères est déterminée en comparant avec la distance de 
migration d’un marqueur de poids moléculaire (M).
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Mesure de la taUle des télomères des leucocytes par STELA
La technique STELA a été ensuite appliquée à l’étude des télomères de 
leucocytes de patients. Les télomères Xp et Yp des cellules du sang des patients #162 
et # 2, préalablement marqués par ligation du telorette, sont amplifiés avec les amorces 
XpYpE2 et teltail (Figure 22). Les pistes marquées XpYpE2 x teltail correspondent à 
des réactions de PCR indépendantes contenant des quantités croissantes d’ADN matrice 
(150, 300 et 600 pg). Deux réactions de PCR sont effectuées pour chaque condition. 
L’obtention du produit majeur de 406 pb avec les amorces XpYpE2 et XpYpB2 suggère 
encore que l’amplification est spécifique aux télomères et que l’ADN sous-télomérique 
n’est pas dégradé.
Les résultats obtenus pour l’amplification des télomères illustrent tout d’abord 
l’importance de la quantité d’ADN matrice dans la réaction. Le défi est de déterminer 
les conditions permettant l’amplification d’un nombre limité de molécules, afin de bien 
discerner les bandes et d’y associer des poids moléculaires. Avec 150 pg d’ADN, les 2 
réactions réalisées avec l’ADN # 1 6 2  amplifient 3 et 1 télomères, tandis que les 2 
réactions avec l’ADN # 2 en amplifient 4 et 2 (Figure 22). Ce nombre de mesures est 
plutôt faible pour avoir une certaine validité statistique. Les réactions effectuées avec 
300 pg d’ADN amplifient 8 et 6 télomères pour l’ADN # 162 et 4 et 3 télomères pour 
l’ADN # 2. Lorsqu’on augmente la quantité d’ADN à 600 pg, il devient plus difficile de 
discerner des bandes franches. Plusieurs autres résultats (non montrés) ont confirmé que 
300 pg était la quantité d’ADN optimale pour l’amplification de 4 à 8 télomères.
En ne considérant que les résultats obtenus avec 300 pg d’ADN, la moyenne des 
tailles calculée pour les 2 réactions du patient #162 est de 4,4 kpb avec des extrêmes à 
7,9 kpb et 0,2 kpb, tandis que la moyenne pour le patient #  2 est de 7,7 kpb avec des 
extrêmes à 10,7 kpb et 3,4 kpb. Ces résultats sont comparables aux mesures obtenues 
par TRF (5,6 kpb pour le # 162 et 7,4 kpb pour le # 2 ; Figure 20). Donc il semble y 
avoir une certaine corrélation entre les résultats de STELA et les résultats de la méthode 
TRF, ainsi qu’une bonne capacité à discerner les différences de tailles moyennes entre 2 
patients. Notons que ce sont les tailles relatives qui corrèlent bien, les tailles absolues 
corrèlent moins bien.
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Figure 22. Analyse des télomères des patients # 162 et # 2 par STELA.
Comparaison de taille des télomères entre 2 patients et effet de la quantité d’ADN dans 
la réaction de PCR. Les télomères des leucocytes du sang périphérique des patients # 
162 et # 2 sont marqués par appariement et ligation du telorette. Les télomères Xp et 
Yp sont amplifiés par PCR avec les amorces teltail et XpYpE2 en utilisant des quantités 
croissantes d’ADN matrice (150, 300 et 600 pg). La spécificité de la réaction et 
l’intégrité de l’ADN sont contrôlés par PCR avec les amorces XpYpE2 et XpYpB2. 
Les télomères sont visualisés par buvardage de type Southern en utilisant une sonde 
sous-télomérique. La taille des télomères est évaluée en comparant avec la distance de 
migration d’un marqueur de poids moléculaire (M). La taille moyenne calculée pour les 
patient # 162 et # 2, selon la condition de PCR contenant 300 pg d’ADN matrice, est de 
4,4 kpb et 7,7 kpb, respectivement.
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Afin d’analyser la variabilité et la reproductibilité de la méthode, 2 séries de 3 
réactions d’amplification STELA utilisant l’ADN # 162 ont été réalisées 
indépendamment et analysées séparément sur 2 gels (Figure 23). Chacune des 3 
réactions amplifie entre 5 et 6 télomères pour l’expérience présentée à gauche, et entre 4 
et 8 télomères pour l’expérience de droite. Chaque série de 3 réactions amplifie un total 
de 16 télomères. La moyenne des tailles calculée pour les réactions de gauche est de 4,6 
kpb avec des extrêmes à 7,8 kpb et 2,1 kpb, tandis que la moyenne pour les réactions de 
droite est de S kpb avec des extrêmes à 10,2 kpb et 1,1 kpb. En considérant aussi les 
résultats obtenus aux Figures 21 et 22, ainsi qu’à la Figure supplémentaire 1 en annexe, 
on constate de grandes variations dans les tailles des télomères amplifiés.
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Figure 23. Analyse de la taille des télomères du patient #162 par 2 expériences de 
STELA indépendantes. Les télomères des leucocytes du patient #162 sont marqués 
par appariement et ligation du telorette. Les télomères Xp et Yp sont amplifiés par PCR 
avec les amorces teltail et XpYpE2 (XpYpE2 x teltail). Les produits sont visualisés par 
buvardage Southern avec une sonde sous-télomérique. La taille des télomères est 
évaluée en comparant avec la distance de migration d’un marqueur de poids 
moléculaire (M). Les panneaux de gauche et de droite correspondent à 2 séries 
d’amplification indépendantes, analysées séparément sur 2 gels.
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Ce niveau de variabilité exige l’analyse d’un grand nombre de télomères et donc 
la réalisation d’un grand nombre de réactions pour pouvoir être confiant dans la mesure 
de la taille moyenne des télomères. Plusieurs séries de réactions d’amplification STELA 
utilisant l’ADN du patient #162 ont donc été réalisées indépendamment et analysées 
séparément sur différents gels. Trois exemples de résultats sont présentés en annexe 
dans la Figure supplémentaire 1. Tous les résultats obtenus pour l’amplification des 
télomères du patient #162 ont été compilés et représentés sous forme d’histogramme 
(Figure 24). Les télomères sont séparés selon leur taille en sous-groupes de 500 pb et la 
proportion des télomères dans chaque sous-groupe est calculée.
L’histogramme illustre la compilation de résultats obtenus sur 8 différents gels, 
représentant 150 réactions de PCR et 554 télomères amplifiés. La taille moyenne des 
télomères calculée pour le patient #162 est de 4,9 kpb, ce qui est similaire à la mesure 
par TRF (5,6 kpb ; Figure 20). En résumé, la méthode STELA, bien que précise et 
sensible, exige un nombre important de réactions, à cause de la variabilité inhérente à la 
technique. Il n’est donc pas évident qu’elle puisse être applicable à un criblage à haut 
rendement.
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Figure 24. Distribution des tailles de télomères obtenues par STELA pour le 
patient # 162. Compilation des résultats obtenus sur 8 différents gels, représentant 150 
réactions de PCR et 554 télomères amplifiés. Les tailles sont distribuées en sous- 
groupes de 500 pb. La moyenne est de 4,9 kpb.
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Mesure de la taille des télomères des leucocytes par qPCR
La présente cohorte, comportant près de 600 patients, avec 4-5 points de 
contrôle, est donc impossible à analyser dans son ensemble par STELA. Une technique 
de mesure des télomères par qPCR, alliant précision, sensibilité et simplicité, tout en 
étant plus appropriée à une étude high-throughput, a donc été évaluée par la suite 
(Cawthon, 2002; O'Callaghan et al., 2008). Les mesures absolues des tailles de 
télomères par qPCR ont été réalisées au Laboratoire de Génomique Fonctionnelle de 
l’Université de Sherbrooke. L’ADN des leucocytes de 6 patients (# 124,149, 162, 214, 
241 et 353) a tout d’abord été utilisé pour valider la méthode. La taille moyenne des 
télomères de ces échantillons a préalablement été estimée par TRF (Figure 20). Les 
mesures obtenues par les 2 méthodes sont comparées sur un graphique (Figure 25). H 
existe une bonne corrélation entre les résultats produits par les 2 méthodes (r = 0,93, P< 
0,0001) (Figure 25). Ce niveau de corrélation est comparable à ce qui a été montré 
précédemment (r = 0,88, P< 0,0001) (O'Callaghan et a l, 2008). La méthode de mesure 
par qPCR a donc été choisie pour amorcer l’étude.
[LOG] Taille des télomères par TRF
Figure 25. Comparaison entre la taille des télomères mesurée par qPCR et par 
TRF. La taille des télomères des leucocytes de 6 patients mesurée par qPCR est 
comparée à la taille mesurée par la méthode TRF (Figure 20). Les tailles présentées 
pour la méthode qPCR correspondent à la moyenne des résultats de 3 réactions 
d’amplification. Les tailles présentées pour la méthode TRF correspondent aux résultats 
d’une seule expérience. Les données sont transformées en logarithme (LOG). Chaque 
numéro sur le graphique correspond aux résultats obtenus pour un patient.
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Analyse préliminaire de la taille des télomères de patients atteints de PR débutante
Les objectifs de l’étude sont de confirmer l’érosion accélérée des télomères chez 
les patients atteints de polyarthrite rhumatoïde débutante et de déterminer la valeur 
pronostique de la taille des télomères dans la prédiction de la sévérité et de la 
progression de la polyarthrite rhumatoïde. Deux caractéristiques des télomères pourront 
être évaluées, soit leur longueur en début de maladie et leur taux d’érosion au cours de 
la maladie. Pour réaliser une étude préliminaire, la taille moyenne des télomères des 
leucocytes du sang périphérique de 56 patients a été mesurée par qPCR à l’inclusion 
dans l’étude (VI) et après la troisième visite de suivi (V3). Les tailles moyennes à 
chaque visite sont représentées individuellement pour chaque patient sous forme 
graphique (Figure 26). Les tailles présentées correspondent à la moyenne de 3 mesures. 
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Figure 26. Taille des télomères de 56 patients atteints de PR à l’inclusion dans 
l’étude et à la troisième visite. Tailles moyennes des télomères des patients mesurées 
par qPCR à l’inclusion dans l’étude (VI-barres bleues) et à la troisième visite (V3- 
barres rouges). Chaque barre correspond à la moyenne de 3 réactions d’amplifications 







Âge à l’inclusion (années) 49 ± 13 81 20
Durée des symptômes (mois) 2,4 ±1,8 9,1 1
Taille des 
télomères (kpb)
VI 7,6 ± 1,3 10,9 5,1
V3 6,9 ±1,2 10 4,8
Intervalle VI-V3 (mois) 26 ±2 30 19
Perte de séquence (pb) 650 ± 932* 2519 0
Perte de séquence par année (pb) 288 ±421* 1068 0
Tableau 2. Analyse préliminaire des télomères de 56 patients atteints de PR.
Résultats obtenus à partir des données présentées à la Figure 26. Les données ont été 
recueillies à la première visite du patient (VI) et à la troisième visite (V3). *Les valeurs 
élevées pour les écart-types associés aux calculs de pertes de séquences résultent du fait 
que certains patients montrent un gain de séquences et non une perte.
Ce sous-groupe de la cohorte est composé de 68% de femmes et comprend des 
patients ayant en moyenne 49 ans à l’inclusion dans l’étude, avec un écart-type de 13 
ans. Le plus âgé avait 81 ans à la première visite et le plus jeune avait 20 ans. La durée 
des symptômes au moment de l’inclusion se situe entre 1 et 9,1 mois avec une moyenne 
à 2,4 mois. La moyenne des tailles des télomères à l’inclusion pour les 56 patients est de 
7,6 kpb avec un écart-type de 1,3 kpb. Les télomères les plus longs mesurent 10,9 kpb 
et les plus courts 5,1 kpb (Tableau 2).
Plusieurs larges études transversales montrent un déclin progressif dans la taille 
des télomères des leucocytes en fonction de l’âge de l’individu (Figure 13) (Aubert et 
al., 2012). Ce déclin est moins prononcé, mais tout de même observable, dans le groupe 
des 56 patients lorsqu’on présente la taille des télomères à l’inclusion en fonction de 
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Figure 27. Taille moyenne des télomères à l’inclusion en fonction de l’âge du 
patient. Chaque point correspond à la moyenne de 3 réactions d’amplifications pour un 
patient et l’écart-type de la mesure est indiqué.
La variation de la taille moyenne des télomères entre la première et la troisième 
visite a ensuite été analysée pour chaque patient. La moyenne des tailles des télomères à 
la troisième visite .est de 6,9 kpb avec un écart-type de 1,2 kpb (Tableau 2). Les 
télomères les plus longs mesurent 10 kpb et les plus courts 4,8 kpb. L’intervalle de 
temps entre VI et V3 est en moyenne de 26 mois avec un écart-type de 2 mois. 
L’intervalle le plus long est de 30 mois et le plus court 19 mois. Les patients de ce sous- 
groupe ont donc perdu en moyenne 650 pb de séquences télomériques entre l’inclusion 
dans l’étude et la troisième visite, ce qui correspond à une perte annuelle moyenne de 
288 pb. De nombreuses études transversales estiment l’érosion des télomères des 
leucocytes d’individus sains entre 20 et 80 ans à environ 40 pb par année (Figure 13) 
(Aubert et a i, 2012). Dans leur ensemble, ces 56 patients atteints de PR montrent donc 
un taux d’érosion des télomères anormalement élevé, comparativement aux 
observations transversales.
Cependant, aucune corrélation n’a été observée entre la taille des télomères à 
l’inclusion ou le taux d’érosion des télomères et plusieurs caractéristiques cliniques, 
radiologiques, biologiques et fonctionnelles associées à la PR (résultats non montrés). 
La seule corrélation observable est entre la variation de la taille des télomères et la taille
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des télomères à l’inclusion. Cette association est illustrée par un graphique de la 
variation de la taille des télomères en fonction de la taille à l’inclusion (Figure 28A). La 
perte de séquences est donc plus prononcée pour les télomères les plus longs, ce qui est 
également rapporté dans la littérature (Aviv et a l, 2009; Ehrlenbach et al., 2009; 
Nordfjall et al., 2009; Farzaneh-Far et al., 2010; Svenson et al., 2011).
Les variations de taille entre VI et V3 pour chaque patient sont ensuite 
représentées sous forme graphique (Figure 28B). Considérant que l’erreur 
expérimentale moyenne calculée est d’environ 0,6 kpb, on remarque que 26 mois après 
la 1ère mesure, 34% des patients (19/56) ne montrent aucun changement significatif de 
taille, 54% (30/56) montrent des télomères plus courts qu’à l’inclusion et, de façon 
surprenante, 13% (7/56) montrent des télomères plus longs. La plus importante perte de 
séquence est survenue chez le patient # 97, avec une perte de 2,5 kpb de séquences 
télomériques en un peu plus de 28 mois, ce qui correspond à une perte de plus de 1 kpb 
par aimée (Figure 28B et Tableau 2). À l’autre extrême, le patient # 142 a gagné 1,1 kpb 
en un peu plus de 22 mois, ce qui correspond à un gain de 0,6 kpb par année. Bien que 
surprenante, l’augmentation de la taille moyenne des télomères chez certains patients 
est également observée dans plusieurs études longitudinales (Gardner et al., 2005; Aviv 
et a l, 2009; Ehrlenbach et al., 2009; Epel et al., 2009; Nordfjall et a l, 2009; Farzaneh- 
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Figure 28. Variation de la taille des télomères de 56 patients atteints de PR. (A)
Variation de la taille moyenne des télomères en fonction de la taille des télomères à 
l’inclusion. (B) Variation de la taille moyenne des télomères pour chaque patient, entre 
la mesure à l’inclusion et après 26 mois. Chaque barre correspond à la variation calculée 
pour un patient. Le numéro du patient est indiqué pour chaque barre. Les résultats sont 
classés allant du patient montrant une plus grande perte de séquences, au patient 
montrant un plus grand gain de séquences télomériques. 26 mois après la 1ère mesure, 
34% des patients ne montrent aucun changement de taille significatif, 54% montrent des 
télomères plus courts qu’à l’inclusion et 13% montrent des télomères plus longs. La 
zone ombragée représente l’estimation de la variation attribuable à l ’erreur de mesure, 
i.e. 0,6 kpb.
DISCUSSION
Une des avenues empruntées pour atteindre une meilleure compréhension de la 
biologie des télomères passe par la quête de nouveaux gènes impliqués dans 
l’homéostasie de la taille ou dans la protection des télomères (Askree et a l, 2004; 
Gatbonton et al., 2006; Addinall et al., 2008; Ungar et al., 2009; Addinall et a l, 2011). 
Des criblages ont identifié une multitude de gènes impliqués dans une variété de 
processus biologiques. Notamment, des mutations dans des gènes impliqués dans le 
maintien de l’intégrité des chromosomes en général pourraient provoquer des problèmes 
spécifiques au niveau des télomères.
Le complexe Smc5/6 facilite la séparation des télomères
Les complexes SMC (structural maintenance of chromosomes) sont parmi ces 
facteurs aux fonctions essentielles dans le maintien de la stabilité des chromosomes 
ayant potentiellement un rôle particulier aux télomères. Le complexe Smc5/6 est depuis 
longtemps associé à la réparation de l’ADN par des mécanismes dépendants de la 
recombinaison homologue. Les cellules exposées à des agents endommageant l’ADN 
requièrent Smc5/6 pour la réparation des cassures double-brin par recombinaison entre 
les chromatides sœurs et pour la réparation des fourches de réplication défectueuses 
(Ampatzidou et a l, 2006; Branzei et a l, 2006; De Piccoli et a l, 2006; Lindroos et al., 
2006). Face aux difficultés à réconcilier ces fonctions de réparation de l’ADN au fait 
que le complexe est indispensable pour la survie de la cellule en condition normale de 
croissance, il a été suggéré que la fonction essentielle de SmcS/6 soit au niveau de la 
ségrégation des chromosomes (Torres-Rosell et al., 2005a; Cost et Cozzarelli, 2006). 
Cette fonction serait particulièrement critique pour la séparation des régions 
chromosomiques composées de séquences répétées, comme le locus d’ADNr et les 
télomères. En effet, lorsque la fonction du complexe Smc5/6 est compromise, des 
problèmes de séparation des chromatides sœurs sont observés au locus d’ADNr et aux 
télomères (Torres-Rosell et a l, 2005a; Torres-Rosell et a l, 2007a).
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Une sénescence accélérée en absence de télomérase
Le point de départ de notre étude était inspiré des observations faites dans les 
cellules cancéreuses ALT, où le maintien des télomères par recombinaison homologue 
dépend du complexe Smc5/6 (Potts et Yu, 2007). Nous avons donc exploré l’influence 
du complexe sur les mécanismes de survie en absence de télomérase chez la levure S. 
cerevisiae. Des expériences de croissance sur pétri et en milieu liquide ont révélé une 
sénescence accélérée chez des cellules dépourvues de télomérase et dont le complexe 
Smc5/6 est partiellement inactivé (chapitre 1, figures 1, 5 et SI). Ce phénomène a été 
décrit dans une étude publiée au même moment par le laboratoire de F. B. Johnson 
(Chavez et al., 2010). La survie à la crise et l’établissement des mécanismes de maintien 
des télomères par recombinaison sont toujours possibles dans des cellules dont la 
fonction de Smc5/6 est affectée (chapitre 1, figures 1, 3, 5 et SI). Contrairement à ce 
qui est observé chez les cellules ALT, il semble que ces survivants ne requièrent pas 
une fonction intacte du complexe SmcS/6 pour une croissance normale (chapitre 1, 
figure 4). On ne peut cependant écarter la possibilité que dans les conditions semi- 
permissives utilisées, un complexe partiellement fonctionnel puisse participer au 
maintien des télomères. Par contre, l’activité de sumoylation de la sous-unité Mms21 
n’est clairement pas nécessaire au maintien des télomères en absence de télomérase 
chez S. cerevisiae (chapitre 1, figure 5). Ces données concordent avec celles du groupe 
de Johnson (Chavez et al., 2010).
Nous avons ensuite investigué les mécanismes responsables de cette sénescence 
prématurée. Évidemment, les cellules dont les télomères sont déjà courts risquent 
d’entrer en crise plus rapidement, mais les cellules dont la fonction du complexe 
Smc5/6 est compromise ne présentent pas des télomères plus courts que les cellules 
sauvages (chapitre 1, figures 6 et 7). L’autre possibilité est un raccourcissement plus 
rapide des télomères au fil des générations. Dans les premières heures suivant la perte 
de fonction de Smc5/6, un suivi de la croissance cellulaire et de l’érosion des télomères 
en absence de télomérase ne permet pas d’attribuer cette sénescence accélérée à un 
raccourcissement généralisé des télomères (chapitre 1, figure 2).
Il a déjà été montré que la recombinaison homologue est non seulement requise 
pour les mécanismes de maintien des télomères dans les survivants, mais est également 
importante pour la survie pendant la sénescence. En effet, la délétion de RAD52, ou 
d’autres gènes de recombinaison, comme RAD51, RAD54, RAD55 et RAD57, accélère 
la sénescence des cellules. Ce phénomène n’est pas causé par une érosion rapide et
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généralisée des télomères (Lundblad et Blackburn, 1993; Le et a l, 1999; Chen et a l, 
2001; Chang et a l, 201 la). De plus, les mécanismes de recombinaison agissant pendant 
la sénescence ne sont pas forcément identiques aux mécanismes responsables de la 
survie sans télomérase. Par exemple, la délétion de POL32 a peu d’effet sur la 
sénescence, mais bloque la formation de survivants (Lydeard et a l, 2007).
En absence de télomérase, la protéine Rad52 est enrichie aux télomères courts 
plusieurs générations avant qu’ils ne provoquent l’entrée des cellules en sénescence 
(Khadaroo et a l, 2009). Malgré la présence précoce de Rad52 à un télomère très court, 
celui-ci n’est pas nécessairement ciblé pour un allongement par des mécanismes de 
recombinaison comme ceux observés chez les survivants (Abdallah et a l, 2009). Q a 
donc été proposé que Rad52 puisse aussi retarder la sénescence en participant à la 
réparation de dommages télomériques par recombinaison entre chromatides sœurs. 
D’autres gènes ont également été impliqués dans la survie de la cellule sénescente et 
supportent cette hypothèse. Par exemple, la délétion de SGS1, en plus d’empêcher la 
formation de survivants de type II, accélère aussi la sénescence en absence de 
télomérase (Cohen et Sinclair, 2001; Johnson et a l, 2001). Sgsl est une hélicase de la 
famille RecQ importante pour le contrôle d’événements reliés à la réplication et à la 
réparation par recombinaison, entre autres la résolution de différentes structures 
d’ADN, notamment des intermédiaires de recombinaison (Cobb et a l, 2003; Ira et a l, 
2003; Mankouri et Hickson, 2007; Gravel et a l, 2008; Hickson et Mankouri, 2011; 
Mankouri et a l, 2011). Une accumulation de structures d’ADN cruciformes au niveau 
des télomères est en effet observée pendant la sénescence des cellules dont la fonction 
de Sgsl est abolie (Azam et a l, 2006; Lee et a l, 2007). Ces structures particulières, 
nommés Rec-X, surviendraient au cours du mécanisme d’échange de matrice utilisé 
pour contourner une lésion bloquant la fourche de réplication (template-switch lesion 
bypass) (Liberi et a l, 2005; Lee et a l, 2007). Ce mécanisme implique l’utilisation du 
brin nouvellement synthétisé de la chromatide sœur intacte comme matrice pour 
contourner un dommage présent sur le brin matrice de l’autre chromatide (Figure 29). 
De tels intermédiaires de recombinaison, lorsque non résolus, pourraient interférer avec 
la séparation des chromosomes (Johnson et a l, 2001). La résolution inappropriée de ces 
structures, que ce soit par l’action de nucléases, ou par des cassures lors de la séparation 
des chromatides sœurs à la mitose, risque de produire des télomères tronqués et de 
précipiter ainsi la sénescence (Lee et a l, 2007). Allant dans le même sens, l’inactivation
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fourche de réplication 







Figure 29. Modèle illustrant le mécanisme de contournement des dommages par 
échange de matrice. Une fourche de réplication peut bloquer lorsqu’elle rencontre une 
lésion (étoile noire). La voie de contournement par échange de matrice (template- 
switch lesion bypass) est une des voies de tolérance aux dommages. Dans cette voie, le 
brin nouvellement synthétisé de la chromatide sœur intacte (trait rose) est utilisé 
comme matrice pour contourner la lésion. Ce mécanisme est dépendant de la 
recombinaison homologue. Les chromatides sœurs reliées par ces structures 
intermédiaires nommées Rec-X sont résolues par l’action de l’hélicase Sgsl. Le 
complexe Smc5/6 pourrait également être impliqué dans la résolution des Rec-X.
de nombreux autres gènes impliqués dans la réparation des fourches de réplication 
précipite aussi la sénescence (Abdallah et al., 2009; Chang et al., 201 la).
Il est tentant d’appliquer ce modèle à Smc5/6 puisque, en plus des problèmes de 
ségrégation des télomères, plusieurs données suggèrent qu’en absence du complexe, des 
intermédiaires de recombinaison toxiques surviennent aux fourches de réplication 
bloquées ou brisées (voir introduction). Par des expériences de sénescence en liquide, 
nous avons donc examiné si les liens étroits existant entre le complexe SmcS/6 et la 
recombinaison pouvaient expliquer la sénescence accélérée. Le fait que la délétion de 
RAD52 aggrave légèrement le phénomène indique toutefois que la sénescence 
prématurée causée par les mutants Smc5/6 est partiellement indépendante de la 
recombinaison homologue (chapitre 1, figure 3). D’un autre côté, certaines études 
montrent que des phénotypes associés à la perte de Smc5/6 (perte de viabilité, défaut de 
ségrégation des chromosomes, accumulation de structures d’ADN aberrantes) sont
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partiellement rétablis par l’élimination de la recombinaison homologue (voir 
introduction). Ensuite, l’étude publiée au même moment par le groupe de Johnson 
révèle une accumulation de structures cruciformes aux télomères pendant la sénescence 
des cellules portant des allèles mutants du complexe (Chavez et a i, 2010). Différentes 
observations génétiques et biochimiques suggèrent que ces structures sont des 
intermédiaires de recombinaison Rec-X, comme ceux observés lors de l’inactivation de 
Sgsl (Lee et al., 2007; Chavez et al., 2010). Malgré certaines similitudes fonctionnelles, 
SmcS/6 et Sgsl ne fonctionnent pas nécessairement dans les mêmes voies (Torres- 
Rosell et al., 2005a; Chen et al., 2009; Mankouri et al., 2009; Chavez et al., 2010; Choi 
et a i, 2010; Chavez et a i, 2011). Il existe donc une relation ambigile entre le complexe 
Smc5/6 et la recombinaison homologue, et celle-ci sera discutée plus loin.
De fréquentes cassures dans les répétitions télomériques
Peu importe l’origine des structures persistantes entre les chromatides sœurs, une 
prédiction de ce modèle est une augmentation de la fréquence de cassures au niveau des 
séquences télomériques dans des cellules dont la fonction du complexe Smc5/6 est 
compromise. Grâce aux propriétés de la télomérase et des télomères, les traces laissées 
par ces incidents peuvent être observées par séquençage et alignement des télomères 
(voir introduction et chapitre 1, figure 6). En effet, sachant que la probabilité qu’un 
télomère raccourcisse graduellement de la moitié de sa taille sans intervention de la 
télomérase est extrêmement faible, un point de divergence (représentant un événement 
d’ajout de répétitions) situé au centre des séquences télomériques indique 
vraisemblablement qu’il y a eu cassure (Teixeira et a i, 2004; Chang et a i, 2007). Ainsi, 
le séquençage des télomères de cellules dont la fonction de Smc5/6 est affectée nous 
révèle une hausse de la proportion de télomères présentant des points de divergence au 
cœur des séquences télomériques (chapitre 1, figure 6). Ces résultats suggèrent une 
hausse de la fréquence de cassures dans les télomères.
Nos données sont donc consistantes avec un modèle selon lequel le complexe 
Smc5/6 est requis pour éviter que des structures reliant les chromatides sœurs 
interfèrent avec la ségrégation des chromosomes au moment de la division cellulaire 
(Figure 30). Il est connu depuis longtemps que des cycles de cassure/fusion/pontage 
(B/F/B) peuvent survenir lorsque les deux centromères d’un chromosome dicentrique 
sont entrainés vers des pôles opposés lors de 1’anaphase (McClintock, 1939). De la
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même façon, les cellules complétant la cytokinèse en présence de chromatides sœurs 
non-résolues montrent un phénotype eut, ce qui engendre des cellules filles aneuploïdes, 
portant des chromosomes cassés et généralement inviables. Chez des levures dont la 
fonction de Smc5/6 est affectée, les structures liant les chromatides sœurs au niveau des 
télomères pourraient provoquer des cassures ou mener à la non-disjonction lors de 
1’anaphase (Figure 30). D’une part, le destin des cellules présentant des événements de 
non-disjonction est l’aneuploïdie, l’instabilité génomique et la mort. D’autre part, un 
télomère raccourci dramatiquement suite à une cassure devrait être rapidement détecté 
et allongé par la télomérase au cours du cycle cellulaire suivant. Par contre, en absence 
d’activité télomérase, ce télomère tronqué risque de précipiter l’entrée en sénescence 
(Figure 30). Puisqu’une érosion généralisée des télomères n’est pas visible pendant la 
sénescence des mutants Smc5/6, les liens persistants et les cassures ne se retrouvent 
sans doute pas dans tous les télomères (chapitre 1, figure 2). L’arrêt de la croissance de 
la cellule et la sénescence sont probablement causés par l’apparition d’un seul télomère 
trop court (Sandell et Zakian, 1993; Hemann et a i, 2001; Abdallah et a l, 2009; 
Khadaroo et a l, 2009). Cette séquence d’événements pourrait être confirmée par le 
séquençage des télomères pendant la sénescence en absence de télomérase, qui devrait 
révéler une plus haute proportion de télomères très courts chez les mutants SmcS/6.
Ce modèle explique donc la sénescence accélérée en absence de télomérase, 
mais pas le fait que le complexe Smc5/6 soit essentiel à la survie de la cellule en 
conditions normales de croissance. Le coupable pourrait être le locus d’ADNr qui est 
une autre région difficile à résoudre et qui accumule des structures d’ADN dans les 
mutants de Smc5/6 (Torres-Rosell et a l, 2005a; Lindroos et a l, 2006; Torres-Rosell et 
a l, 2007a). Tout comme les liens télomériques, les chromatides reliées au niveau du 
locus d’ADNr peuvent empêcher la disjonction, menant à l’aneuploïdie, à l’instabilité 
du génome et à la mort. Cependant, une cassure à l’intérieur de l’ADNr est beaucoup 
plus dramatique pour la cellule qu’une cassure au niveau des télomères, puisqu’elle 
mène à la perte d’un large fragment de chromosome et à la formation d’une cassure 
d’ADN double-brin dont la réparation est hasardeuse (Figure 30).
À ce jour, peu d’études ont exploré le sort des cellules et des chromosomes 
lorsque la division cellulaire se poursuit en présence d’un, ou de quelques chromosomes 
non-résolus. Des études récentes chez la levure et chez l’humain révèlent que les deux 
cellules filles, portant chacune une extrémité de la chromatide brisée, progressent dans
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le cycle cellulaire, mais activent une réponse aux dommages à l’ADN avant la 
prochaine mitose (Janssen et al., 2011; Quevedo et al., 2012). La cellule portant une 
copie complète du chromosome peut éventuellement survivre, mais l’intégrité de son 
génome est compromise et des formes de chromosomes aberrantes sont détectées. Ces 
nouvelles données concordent avec les observations antérieures indiquant que 
l’inactivation de Smc5/6 active la protéine de point de contrôle Rad53 seulement dans le 
cycle cellulaire suivant (Torres-Rosell et al., 2005a; Bermudez-Lopez et al., 2010). De 
même, les mutants du complexe montrent une augmentation des cassures et des pertes 
de chromosomes, ainsi que des réarrangements chromosomiques (GCR), 
particulièrement au niveau de régions répétées (Hwang et al., 2008; Rai et a l, 2011).
La nature des liens qui unissent les sœurs
Il existe plusieurs types de liens unissant les chromatides sœurs et dont la 
résolution pourrait nécessiter la fonction de Smc5/6 (Noel et Wellinger, 2011b). Les 
cohésines constituent les principaux liens protéiques. En plus des fourches de 
réplication qui unissent naturellement les chromatides sœurs, le processus même de 
réplication de l’ADN génère inévitablement des entrelacements entre les sœurs. La 
réparation par recombinaison produit également des intermédiaires reliant les 
chromatides. Ces connections physiques doivent obligatoirement être éliminées avant la 
fin de la mitose pour maintenir la stabilité du génome. Les cohésines sont clivées par la 
séparase et les entrelacements sont résolus par l’action de la topoisomérase 2 (Holm et 
al., 1989; Baxter et Diffley, 2008). Les condensines participent également à la 
résolution des chromatides sœurs par leur fonction de compaction (Figure 30). Une 
étude chez S. pombe a récemment suggéré que la létalité associée à la perte de fonction 
de Smc5/6 soit due à l’incapacité à enlever les cohésines lors de la mitose (Outwin et 
al., 2009). Cette fonction du complexe ne semble pas être conservée, puisque chez S. 
cerevisiae, les liens persistants entre les chromatides ne sont pas d’origine protéique 
(Bermudez-Lopez et a l, 2010). De même, les entrelacements entre chromatides ne 
semblent pas être responsables des problèmes de ségrégation.
Des expériences de synchronisation de cellules portant des mutants 
conditionnels de Smc5/6 révèlent que la fonction du complexe est requise 
spécifiquement en phase S, consistant avec des structures reliées à la réplication 
(Torres-Rosell et al., 2007a). Ensuite, tel que mentionné précédemment, de nombreuses
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études, dont celle du groupe de Johnson, impliquent des intermédiaires de réparation par 
recombinaison, notamment les Rec-X survenant lors du mécanisme d’échange de 
matrice pour contourner une lésion bloquant la fourche de réplication (Chavez et a l, 
2010). Il existe toutefois plusieurs voies alternatives de recombinaison associée à la 
réplication pouvant générer une grande variété d’intermédiaires (Li et Heyer, 2008).
Ces différents intermédiaires de recombinaison sont habituellement résolus par 
plusieurs activités enzymatiques (nucléases, hélicases, topoisomérases) (Hickson et 
Mankouri, 2011; Schwartz et Heyer, 2011). Bien qu’un rôle de Smc5/6 pour empêcher 
la formation des liens connectant les chromatides ne soit pas exclu, une étude récente 
propose plutôt un rôle actif du complexe dans l’élimination des liens (Bermudez-Lopez 
et a l, 2010). Comme aucune de ces activités enzymatiques de résolution n ’est attribuée 
aux membres du complexe, ce rôle pourrait en être un de signalisation ou de 
stimulation, possiblement via l’activité des sous-unités SUMO- ou ubiquitine-ligase.
En absence de Smc5/6, la formation de structures d’ADN cruciformes est 
uniquement détectée suite à une exposition à des agents endommagent l’ADN 
(Bermudez-Lopez et al., 2010). En conditions normales de croissance, ces structures 
s’accumulent seulement au locus d’ADNr, alors que les difficultés de résolution des 
chromatides sont observées à la fois à l’ADNr et aux télomères (Torres-Rosell et a l, 
2005a; Torres-Rosell et a l, 2007a; Chavez et a l, 2010). Les structures Rec-X sont 
observées aux télomères strictement pendant la sénescence en absence de télomérase 
(Chavez et a l, 2010). Cependant, nos données de séquençage indiquent que des 
structures télomériques non résolues menant à des cassures apparaissent également en 
présence de télomérase (chapitre 1, figure 6). Il est toujours possible que les Rec-X 
télomériques aient échappé à la détection dans les conditions expérimentales utilisées 
par le groupe de Johnson, ou encore qu’un tout autre type de structure soit impliqué. 
Néanmoins, des structures aberrantes pourraient être formées à une faible fréquence 
pendant une phase S normale en absence de Smc5/6. La réplication en présence de 
dommages à l’ADN causés par des agents génotoxiques ne ferait qu’augmenter leur 
fréquence. De la même façon, des difficultés associées spécifiquement à la réplication 
des télomères très érodés pourraient aussi augmenter la fréquence d’apparition des 
structures, expliquant leur détection facilitée pendant la sénescence (Lee et a l, 2007; 
Abdallah et a l, 2009; Khadaroo et a l, 2009; Chavez et a l, 2010).
Des particularités de l’ADNr et des télomères pourraient expliquer la 
susceptibilité de ces loci aux problèmes de réplication suivant une perte de fonction de
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Smc5/6 (Noel et Wellinger, 2011b). Ces deux régions génomiques formées de 
séquences répétées sont les seules qui sont répliquées de façon unidirectionnelle. Cette 
propriété limite la possibilité qu’une fourche convergente puisse venir compléter la 
réplication advenant un blocage, ce qui accentue les phénotypes causés par la perte de 
Smc5/6 (Murray et Carr, 2008). De plus, certaines caractéristiques des télomères 
peuvent interférer avec la progression des fourches de réplication pendant une phase S 
normale (G/C-riche, structures secondaires stables, complexes ADN-protéines 
fortement liés, chromatine compactée, structure d’ordre supérieur ; voir introduction et 
Figure 4). Ce modèle prédit qu’un allongement des télomères devrait augmenter la 
fréquence des problèmes réplicatifs et donc accentuer les phénotypes en absence de 
Smc5/6. En effet, la délétion des gènes RIF1 ou RIF2 allonge les télomères et diminue 
la viabilité des mutants Smc5/6 (Torres-Rosell et al., 2005a). L’étape suivante serait de 
vérifier si cette combinaison de mutants accélère encore plus la sénescence en absence 
de télomérase. Par contre, l’observation récente que les protéines Rifl/2 retardent la 
sénescence risque de compliquer l’interprétation des résultats (Chang et a i, 201 lb).
Ensuite, une autre particularité du locus d’ADNr et des télomères est qu’ils sont 
parmi les dernières régions du génome à être répliqué. Il a été suggéré que le Smc5/6 
soit important pour compléter la réplication de ces régions. En effet, des fourches de 
réplication actives au moment de la mitose sont observés lorsque les mutants Smc5/6 
sont exposés à des agents endommageant l’ADN (Bermudez-Lopez et al., 2010). En 
conditions normales de croissance, ce délai de réplication est observé seulement dans 
l’ADNr (Torres-Rosell et al., 2005a; Torres-Rosell et al., 2007a). Cette situation ne 
semble pas être détectée par les points de contrôle. En effet, il n’est toujours pas clair 
s’il existe un point de contrôle surveillant la complétion de la réplication du génome, ou 
la présence de fourches de réplication normales persistant au moment de la mitose 
(Torres-Rosell et a l, 2007a; Torres-Rosell et al., 2007c; Dulev et al., 2009). Il serait 
intéressant de vérifier s’il persiste également des fourches de réplication ou des régions 
non-répliquées au niveau des télomères lors de la division cellulaire. Ce phénomène 
pourrait expliquer en partie la relation ambigüe entre la recombinaison homologue et 
Smc5/6.
Le tableau se complique encore puisqu’une autre fonction dans la réplication, 
indépendante de la recombinaison, a récemment été proposée. Le stress topologique 
induit par la réplication augmente avec la taille du chromosome (Kegel et al., 2011). 
Cette tension accumulée sous forme de superenroulement devant les fourches de
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réplication serait relâchée par l’action du complexe SmcS/6. En effet, la fréquence de 
liaison du complexe le long des bras chromosomiques augmente avec la longueur du 
chromosome (Lindroos et a l, 2006; Kegel et a l, 2011). De plus, la réplication des 
longs chromosomes est retardée et des défauts de ségrégation surviennent lorsque la 
fonction de Smc5/6 est compromise. Ce rôle est indépendant de la recombinaison 
homologue. De plus, cette nouvelle fonction pourrait en partie expliquer pourquoi le 
complexe SmcS/6 est toujours essentiel en conditions normales de croissance lorsque le 
locus d’ADNr génomique est remplacé par une copie plasmidique.
Finalement, un rôle dans la résolution des chromosomes homologues lors de la 
méiose a aussi été dévoilé récemment (Farmer et a l, 2011; Wehrkamp-Richter et a l, 
2012). Donc, tout porte à croire que plusieurs types de liens sont responsables des 
problèmes de ségrégation des chromosomes en absence de Smc5/6, ce qui complique 
grandement leur identification. Certains de ces liens sont issus d’événements de 
réparation par recombinaison, d’autres seraient des intermédiaires de réplication 
indépendants de la recombinaison. Une meilleure compréhension des fonctions du 
complexe Smc5/6 passe inévitablement par l’identification et la caractérisation de ces 
liens. Ensuite, bien qu’il soit évident que les fonctions du complexe nécessitent une 
interaction avec les chromosomes, les propriétés de liaison à l’ADN de Smc5/6 étaient 
inconnues jusqu’à tout récemment. Deux études révèlent que les protéines SmcS et 
Smc6 possèdent une forte affinité pour l’ADN simple-brin, une forme assurément 
présente aux intermédiaires de réplication et de recombinaison (Roy et a l, 201 la; Roy 
et D'Amours, 201 lb). D’autres régions du génome présentant naturellement de l’ADN 
simple-brin sont les télomères.
Des rôles dans la résection, le maintien de la taille et la localisation des télomères ?
Les protéines Smc5 et Smc6 peuvent lier l’ADN simple-brin d’une taille aussi 
courte que 40-60 nucléotides (Roy et a l, 201 la; Roy et D'Amours, 201 lb). Pendant la 
majeure partie du cycle cellulaire, l’extension simple-brin télomérique est probablement 
trop courte pour lier Smc5/6, mais la liaison pourrait être possible en fin de phase S, 
lorsque l’extension peut atteindre 30-100 nt (Wellinger et a l, 1993; Larrivee et a l, 
2004). Il serait intéressant d’analyser les possibilités d’interaction du complexe 
spécifiquement avec l’ADN simple-brin télomérique. Une autre condition cellulaire 
pouvant générer de longues extensions simple-brin est lorsque les télomères sont non- 
fonctionnels ou déprotégés. Un télomère très court sera éventuellement déprotégé suite
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au raccourcissement progressif des télomères lors de la croissance en absence de 
télomérase. En effet, le signal correspondant à l’ADN simple-brin télomérique 
augmente lorsque les cellules en crise s’apprêtent à entrer en mode « survivants ». La 
déprotection des télomères peut également être provoquée directement par l’inactivation 
de protéines télomériques. Chez les cellules dont la fonction de SmcS/6 est compromise, 
nous avons observé une légère diminution des signaux simple-brin télomériques lorsque 
les télomères sont déprotégés par la destruction du complexe YKu ou la dégradation de 
la protéine Cdcl3 (chapitre 1, figures 7 et S2). Pour compléter, il serait intéressant de 
vérifier l’état de l’extension simple-brin télomérique des cellules sénescentes lorsque la 
fonction de Smc5/6 est affectée. Sachant que les mécanismes de recombinaison 
requièrent l’invasion d’une extrémité simple-brin dans un duplex d’ADN pour 
rechercher l’homologie, une réduction des extensions simple-brin aux télomères non- 
fonctionnels pourrait expliquer le délai dans l’apparition de survivants (chapitre 1, 
figure 1 et SI). Néanmoins, le complexe Smc5/6 n’est pas nécessaire au maintien des 
télomères en absence de télomérase. Pour l’instant, rien n’indique que ce faible effet sur 
la résection est spécifique aux télomères, de même qu’aucune donnée n’éclaire l’aspect 
mécanistique. On peut seulement soupçonner que l’effet est indirect, peut-être via la 
régulation d’une exonucléase par sumoylation ou ubiquitination.
En plus des résultats présentés ici (chapitre 1, figures 6 et 7), plusieurs études 
ont remarqué des télomères légèrement plus longs chez des cellules portant différents 
allèles mutants du complexe Smc5/6 (Zhao et Biobel, 2005; Ungar et a l, 2009) (Diallo 
et Wellinger, données non publiées). Pour l’instant, cette augmentation de taille est 
inexpliquée. Encore une fois, les activités SUMO- et ubiquitine-ligase des sous-unités 
Mms21 et Nsel pourraient modifier l’activité, la localisation ou la dégradation de 
différents régulateurs (positifs ou négatifs) de la taille des télomères. L’identification 
des protéines ciblées par ces modifications pourrait donc clarifier les fonctions du 
complexe Smc5/6.
Certaines évidences suggèrent un rôle du complexe Smc5/6 dans la 
relocalisation des lésions d’ADN. Le mouvement des cassures d’ADN est indiqué par la 
colocalisation de plusieurs cassures au sein d’un même centre de réparation (illustré par 
un focus de Rad52) (Lisby et al., 2003). Chez la levure, Smc5/6 participerait à la 
relocalisation d’une cassure survenant dans le locus d’ADNr à l’extérieur du nucléole 
pour assurer la stabilité des répétitions (Torres-Rosell et al., 2007b). En effet, la 
recombinaison doit être parfaitement contrôlée lors de la réparation d’un dommage situé
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dans des régions répétitives, pour éviter des événements de recombinaison illégitimes. 
Une étude récente chez la Drosophile montre que le complexe Smc5/6 est enrichi dans 
les régions d’hétérochromatine ou il préviendrait la formation de foci de Rad51 et de 
structures de recombinaison aberrantes (Chiolo et a l, 2011). Cette fonction dépendrait 
de la relocalisation des lésions à la périphérie du domaine d’hétérochromatine. De la 
même façon, la réparation adéquate des télomères endommagés pourrait nécessiter une 
relocalisation (Therizols et a l, 2006). Cette fonction pourrait aussi relier certains 
phénotypes observés chez les mutants de Smc5/6, notamment les défauts de 
regroupement des télomères chez la levure et de localisation des télomères aux APB 
dans les cellules cancéreuses ALT (Zhao et Blobel, 2005; Potts et Yu, 2007).
Finalement, le complexe Smc5/6 vient s’ajouter à la très longue liste de facteurs 
impliqués à la fois dans la réparation de l’ADN et dans l’homéostasie des télomères.
Les autres complexes SMC : cohésine et condensine
Au cours de l’étude du complexe Smc5/6, nous avons également initié des 
études des deux autres complexes SMC. Quelques observations chez les levures et chez 
les mammifères indiquaient de possibles rôles dans la réplication et la ségrégation des 
télomères pour les complexes cohésine et condensine (voir introduction). De la même 
façon que pour l’étude de Smc5/6, nous avons utilisé des allèles hypomorphes de sous- 
unité de cohésine (mcdl-1) et condensine (bml-9). Nous avons observé une sénescence 
accélérée en absence de télomérase pour les cellules dont la fonction des cohésines ou 
condensines est affectée (Figure 31).
La cohésion entre les chromatides sœurs pourrait être importante pour la 
réparation des dommages télomériques survenant pendant la sénescence, un peu comme 
Smc5/6. Mais les mutants de cohésine et condensine n’accumulent pas de structures 
d’ADN en présence d’agents génotoxiques et ne retardent donc probablement pas la 
sénescence par le même mécanisme que Smc5/6. Bien que ces dernières observations 
soient intéressantes et puissent être investiguées plus en profondeur, elles illustrent 
surtout la complexité des phénotypes produits lorsqu’on sabote la fonction de ces 
protéines de maintien de la structure des chromosomes.
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Figure 31. Sénescence accélérée en absence de télomérase lorsque la fonction des 
complexes cohésine (Mcdl) et condensine (Brnl) est compromise. Voir la section 
Matériel et Méthodes du chapitre 1 pour les détails techniques.
Toutes ces perturbations dans la ségrégation des chromatides sœurs peuvent 
évidemment contribuer à l’instabilité du génome et provoquer les réarrangements 
chromosomiques qui sont depuis longtemps associés aux cellules cancéreuses 
(Strunnikov, 2010).
D’une part, cette étude des liens entre les complexes SMC et le maintien des 
télomères montre que l’approche de la recherche de nouveaux gènes peut réellement 
aider à atteindre une meilleure compréhension de la biologie des télomères. Mais 
d’autre part, bien que les principaux constituants du télosome et de la télomérase soient 
déjà assez bien décrits, il reste assurément plusieurs fonctions à préciser et peut-être à 
découvrir pour ces composantes établies.
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Terminaison de la transcription de l’ARN de la télomérase Tlcl
L’intégrité des télomères est assurée par de nombreux facteurs, dont la 
télomérase. Depuis sa découverte dans les années 80, beaucoup d’emphase a été mis sur 
l’étude du mécanisme d’action et de la régulation de l’activité de la télomérase. Le fait 
que la télomérase humaine soit réactivée dans la plupart des cancers et contribue à 
l’immortalité des cellules ajoute certainement une motivation supplémentaire à ces 
recherches. La télomérase peut-être contrôlée à de multiples niveaux, de la production 
des composantes à l’activité catalytique, en passant par la biogenèse, la localisation 
cellulaire et le recrutement de la RNP aux télomères. L’abondance de la télomérase et 
de ses composantes est cruciale pour le maintien des télomères (voir introduction). Chez 
S. cerevisiae, des modifications dans les niveaux d’expression des protéines «Est» 
peuvent influencer la taille des télomères. Toutefois, l’homéostasie des télomères est 
beaucoup plus sensible à la quantité de la composante ARN. Tlcl est la sous-unité la 
moins abondante de la ribonucléoprotéine, avec environ 30 molécules par cellule 
haploïde, et des variations de quantité de l ’ordre de 2 fois sont suffisantes pour produire 
des phénotypes télomériques (Mozdy et Cech, 2006). Une telle sensibilité suppose un 
contrôle strict. Bien que de nombreux gènes influencent la taille des télomères en 
modulant l’abondance de Tlcl (Mozdy et a l, 2008), les mécanismes contrôlant 
l’expression de l’ARN sont peu connus. À tout moment, la quantité cellulaire de Tlcl 
dépend d’un ratio entre production et dégradation. Mais l’étude de la régulation de 
l’expression de Tlcl est compliqué par le fait que l’ARN est très stable et peu abondant. 
Une analyse récente de la région promotrice de TLC1 suggère tout de même que la 
transcription de TARN est contrôlée dans le cycle cellulaire (Dionne et al ; 2013, article 
soumis).
De l’autre côté, la voie de terminaison de la transcription de Tlcl pourrait 
influencer la maturation de son extrémité 3', les processus de dégradation, les niveaux 
d’ARN et ultimement sa fonction. La terminaison de transcription de l’ARN de la 
télomérase n’a pas été étudiée directement et est donc largement inconnue. Puisque Tlcl 
partage des caractéristiques tant avec les snARN qu’avec les ARNm (Chapon et a l, 
1997; Seto et a l, 1999), les deux voies de terminaison de transcription par l’ARN 
polymérase II, soit la voie dépendante de la polyadénylation et la voie dépendante du 
complexe Nrdl, pourraient être impliquées (voir introduction). Tlcl est un long ARN 
portant une coiffe TMG à son extrémité S', un heptamère de protéines Sm en 3' et, dans 
une faible proportion des molécules, une queue polyadénylée. Plusieurs observations
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suggèrent que la forme polyA- majeure qui est présente dans la télomérase active est 
produite à partir d’un ARN précurseur polyA+ (voir introduction). Les deux 
mécanismes d’arrêt de la transcription de l’ARN polymérase II passent par la 
reconnaissance de signaux de terminaison apparaissant en 3' de l’ARN naissant. Dans le 
but de déterminer les mécanismes susceptibles d’influencer la maturation et les niveaux 
d’expression de l’ARN Tlcl, nous avons effectué une analyse détaillée des séquences 
situées dans la région 3' du gène TLC1.
La forme polyA+ n’est pas nécessairement un précurseur
Plusieurs éléments de séquence définissent les signaux de polyadénylation des 
ARNm chez la levure. Un élément d’efficacité AU-riche et un élément de 
positionnement A-riche sont situés en amont du site de clivage. Un élément U-riche est 
situé tout juste en amont ou en aval du site de clivage (Mandel et al., 2008). Les 
séquences exactes et les distances sont très variables, ce qui peut rendre difficile 
l’identification de ces éléments. De plus, la position précise du clivage n’est pas fixée. 
Des mutations dans des signaux de polyadénylation potentiels dans la région 3' du gène 
TLC1 diminuent l’accumulation de la forme polyA+, et, dans une moindre mesure, de la 
forme polyA-, et provoquent l’apparition de nouvelles formes polyadénylées de taille 
supérieure (Chapon et al., 1997). Nous avons poussé l’analyse plus loin en éliminant 
tous les signaux potentiels situés en amont des sites de polyadénylation. Dans cette 
situation, la forme polyA+ de Tlcl est indétectable, mais la forme polyA- est intacte et 
aucun phénotype n’indique que la télomérase en soit affectée (chapitre 2, figure 1). 
L’absence de la forme polyA+ naturelle n’exclu pas la possibilité qu’elle soit 
maturée/dégradée trop rapidement pour être détectable. De plus, la région en aval des 
sites de polyadénylation naturels est très riche en A/T et peut provoquer la terminaison 
et polyadénylation lorsque placée en 3' d’un snoARN (Morlando et al., 2002). Donc 
aucune de nos constructions analysant la région 3' de TLC1 n’est en mesure d’empêcher 
l’utilisation de signaux cryptiques. Rien n’indique que ces nouvelles formes polyA+ de 
taille supérieure ne puissent être maturées en Tlcl polyA- fonctionnel.
Néanmoins, ce résultat suggère que la forme polyA+ n’est pas requise pour la 
biogenèse et la fonction de la télomérase et s’ajoute aux quelques observations mettant 
en doute le modèle du précurseur. En effet, bien que la forme polyA+ disparaisse suite à
185
l’inactivation de facteurs de polyadénylation, l’accumulation de la forme polyA- est 
toujours possible.
Ensuite, comme l’ARN Tlcl est très stable, certains résultats pourraient être 
expliqués par des différences de stabilité entre les formes polyA- et polyA+, sans 
nécessairement impliquer de précurseur (Chapon et al., 1997; Larose et al., 2007). De 
plus, les effets pléiotropiques des expériences ciblant la polyadénylation ou la 
transcription par l’ARN polymérase II en général peuvent aussi compliquer 
l’interprétation des résultats.
Étant donnée cette complexité, nous avons donc utilisé une autre approche pour 
tenter d’identifier les séquences importantes pour la terminaison de la transcription et de 
clarifier la relation précurseur-produit. Le système de gène rapporteur ACT1-CUP1 a 
été utilisé à profusion dans l’analyse des éléments de terminaison des sn/snoARN. 
L’insertion de portions de la région 3' de TLC1 dans ce système nous révèle que la 
séquence minimum causant une sensibilité au cuivre, donc assurant la terminaison de 
transcription, est située bien en amont des sites de polyadénylation et exclut l’élément 
de positionnement proposé précédemment (chapitre 2, figure 2). Ce résultat supporte un 
modèle dans lequel la forme mature non-polyadénylée de Tlcl peut être produite 
indépendamment de la forme polyadénylée naturelle.
Tlcl emprunte la voie Nrdl/Nab3
La région de TLC1 comprise entre l’extrémité 3' des formes polyA- et polyA+ 
contient des séquences consensus pouvant être reconnues par les protéines responsables 
de la terminaison de transcription par la voie Nrdl (chapitre 2, figures 2A et SI). En 
utilisant le même système ACTl-CUPl, nous observons que l’élément de séquence 
découvert dans cette région ne termine plus la transcription lorsque la fonction des 
protéines Nrdl ou Nab3 est affectée (chapitre 2, figure 3). Une mutation ponctuelle dans 
un site de liaison à Nab3 élimine de manière frappante la terminaison associée à ce 
terminateur (chapitre 2, figure 3). De plus, les ratios observés entre les formes polyA- et 
polyA+ de TARN Tlcl sont perturbés dans les cellules dont la fonction de Nrdl ou 
Nab3 est compromise (chapitre 2, figure 4). Finalement, une étude publiée au même 
moment détecte la liaison des protéines Nrdl et Nab3 à des formes de TARN Tlcl dont 
l’extrémité 3' se situe en amont des sites de polyadénylation. Ces ARN portent la courte 
queue oligo(A) caractéristique d’une terminaison via la voie Nrdl (chapitre 2, figure
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SI) (Jamonnak et al., 2011). Cette étude montre aussi un changement de ratio des 
formes de Tlcl dans les cellules portant un allèle mutant de Nrdl.
Dans l’ensemble, ces nouvelles données suggèrent fortement que la terminaison 
de la transcription de l’ARN Tlcl est contrôlée par la voie Nrdl. Nous proposons que la 
majorité de TARN Tlcl est produite par la voie dépendante du complexe Nrdl/Nab3, 
sans exclure la possibilité d’une voie secondaire, ou de secours, dépendant de la 
polyadénylation (chapitre 2, figure 5).
Nous pourrions pousser l’analyse du terminateur en examinant plus en détail les 
transcrits générés par les constructions ACT-CUP1 contenant les différentes parties du 
terminateur de Tlcl. Nous pourrions ainsi évaluer la stabilité des ARN produits, 
déterminer leur extrémité 3' et vérifier la présence d’une queue polyA, en plus 
d’analyser la dépendance à différents facteurs de terminaison et maturation.
Pour l’instant, plusieurs interrogations demeurent. Premièrement, la voie Nrdl 
est habituellement réservée à l’arrêt de la transcription des petits ARN, et non des ARN 
de la taille de Tlcl. fi a été montré que la voie Nrdl n’est plus fonctionnelle lorsque 
l’élément terminateur d’un ARN CUT est déplacé à plus de 1 kpb du site de départ de la 
transcription (Gudipati et al., 2008). Ensuite, les courtes séquences reconnues par les 
protéines Nrdl et Nab3 ne sont évidemment pas les seuls éléments déterminant l’arrêt 
de la transcription. Le recrutement des facteurs de terminaison dépend aussi des 
modifications du CTD de la polymérase qui varient au coins du cycle de transcription 
(voir introduction et Figure 7). Selon le modèle général, l’interaction de la protéine 
Nrdl avec le CTD portant la modification Ser5-P, qui prédomine en début de 
transcription, favoriserait la terminaison à proximité du promoteur (Gudipati et al., 
2008; Vasiljeva et al., 2008).
Dans les constructions ACT1-CUP1, la courte portion de Tlcl contenant 
l’élément terminateur est insérée relativement près du site d’initiation de la transcription 
(chapitre 2, figure 2). Il est donc possible que la terminaison soit différente dans le 
contexte de l’ARN Tlcl de pleine longueur. Nous avons donc tenté d’analyser l’effet de 
la taille du transcrit sur le terminateur de Tlcl. Cependant, l’insertion d’une longue 
séquence dans le gène rapporteur ACT1-CUP1 cause une sensibilité au cuivre même en 
absence de signaux de terminaison, probablement du à un défaut dans l’épissage d’un 
transcrit trop long (résultats non montrés).
Néanmoins, le modèle de terminaison de transcription des courts ARN par Nrdl 
suivant le gradient de Ser5-P est peut-être trop simple et des études récentes en
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contestent la généralité. Le gradient de phosphorylation 5-3' dépendrait aussi d’autres 
facteurs, dont le niveau d’expression du gène, et pourrait être spécifique à chaque gène 
et non général (Kim et al., 2010). D’un autre côté, la polymérase peut clairement 
reconnaitre un terminateur Nrdl à des distances de 600 pb en aval du promoteur, alors 
que les niveaux de Ser5-P sont faibles (Ahn et a l, 2004; Gudipati et al., 2008). Ensuite, 
la phosphorylation d’autres acides aminés du CTD, notamment la sérine 7, varie 
également pendant la transcription. Plusieurs autres modifications post-traductionnelles, 
dont la glycosylation, la méthylation et l’isomérisation, augmentent les combinaisons 
possibles et rendent ce code CTD extrêmement complexe (Egloff et Murphy, 2008; 
Egloff et al., 2012; Hsin et Manley, 2012). Le recrutement de Nrdl à l’extrémité de 
longs gènes pourrait ainsi être facilité par une combinaison particulière de modifications 
du CTD.
De plus, des études de liaison de Nrdl et Nab3 à l’échelle du transcriptome 
révèlent la présence de ces protéines à l’extrémité 3' de plusieurs ARN de gènes 
relativement longs, incluant Tlcl (Jamonnak et a l, 2011; Wlotzka et a l, 2011). Par 
exemple, la déplétion de Nrdl ou Nab3 cause un défaut dans la terminaison d’un long 
ARN non-codant de 5 kpb (Wlotzka et a l, 2011). Ensuite, la production de l’ARNm du 
gène CTH2 dépend de la fonction du complexe Nrdl, bien que les nombreux sites de 
liaison aux protéines Nrdl et Nab3 soient situés à plus de 1,5 kpb du site d’initiation de 
la transcription (Ciais et a l, 2008). Finalement, la terminaison d’un ARNm par la voie 
Nrdl est possible à une distance de plus de 1,5 kpb dans des conditions ou la 
terminaison par la voie de polyadénylation est affectée (Rondon et al., 2009). Nrdl 
n’est donc pas nécessairement confiné aux régions promoteur-proximales et pourrait 
terminer la transcription de certains longs ARN, comme Tlcl. Nous pourrions clarifier 
la situation en examinant par immunoprécipitation de la chromatine (ChIP) l’état de 
phosphorylation du CTD de la polymérase lorsqu’elle transcrit la région 3' de TLC1. 
Les résultats pourraient être corrélés avec la présence de facteurs de terminaison comme 
le complexe Nrdl ou Pcfl 1.
Une deuxième interrogation est soulevée par le très faible effet sur la 
terminaison observé suite à la mutation dans le site consensus Nrdl (chapitre 2, figure 
3). L’analyse plus approfondie des séquences en 3' de TLC1 révèle plusieurs autres 
motifs similaires aux sites de liaison initialement identifiés (GUAA/G), alors qu’un seul 
motif Nab3 (UCUU) est présent (Carroll et a l, 2004) (chapitre 2, figure SI). Des études 
récentes, utilisant différentes techniques, apportent des précisions sur les motifs
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reconnus par le complexe Nrdl/Nab3 (Creamer et al., 2011; Wlotzka et al., 2011; 
Porrua et al., 2012). Le motif étendu lié par Nab3 fait consensus (UCUUG), mais les 
données ne s’accordent pas parfaitement pour le motif Nrdl, qui peut s’étendre à 
A/UGUAAA, mais également UGGA ou GAAA. La fonction de Nrdl est sûrement 
requise pour la terminaison de Tlcl, puisque les expériences avec l’allèle mutant nrdl-5 
montrent une inactivation du terminateur et une perturbation du ratio polyA-/polyA+ 
(chapitre 2, figures 3B, 3D et 4). Deux scénarios sont donc possibles. 1) Plusieurs sites 
de liaison plus ou moins forts agissent ensemble et la délétion d’un seul de ces sites est 
insuffisante pour empêcher la liaison de Nrdl au transcrit naissant. 2) La liaison de 
Nrdl à l’ARN n’est pas essentielle à la fonction de ce terminateur particulier. Dans ce 
cas, puisque Nab3 ne peut lier directement le CTD de la polymérase, la fonction de 
Nrdl serait de faire le pont entre Nab3 lié à l’ARN et le CTD. Mais comme l’allèle 
nrdl-5 utilisé ici contient une mutation dans le domaine RRM de liaison à l’ARN, le 
premier scénario est plus plausible.
Ensuite, une terminaison efficace pourrait dépendre de la liaison de plusieurs 
hétérodimères de Nrdl-Nab3 agissant de façon coopérative (Carroll et al., 2007; Hobor 
et a l, 2011). Le nombre de sites de liaison pour chaque protéine est très variable d’un 
terminateur à l’autre, s’étendant de un à plus de dix (Arigo et a l, 2006; Thiebaut et al., 
2006; Kuehner et Brow, 2008; Kim et Levin, 2011). L’arrangement des motifs entre eux 
est aussi variable. Donc deux terminateurs présentant un nombre et un arrangement de 
motifs distincts pourraient réagir différemment à la perte de fonction de Nrdl ou Nab3 
(Porruaé ta l, 2012).
Le troisième élément discutable porte sur le rôle de Senl dans la terminaison de 
la transcription de Tlcl. Contrairement à ce qui est observé pour Nrdl et Nab3, la 
fonction de Senl ne semble pas être requise pour la terminaison de Tlcl. En effet, 
l’élément terminateur de Tlcl est toujours fonctionnel dans le système ACT1-CUP1 
lorsque la fonction de Senl est compromise (résultats non montrés). De plus, aucun 
changement n’est observé dans les ratios entre les formes polyA- et polyA+ de l’ARN 
Tlcl (chapitre 2, figure 4). Ces résultats surprenants ne semblent pas être causés par un 
défaut dans l’inactivation de Senl, puisque dans les mêmes conditions, le terminateur 
du snoARN snR13 n’est plus fonctionnel, tant dans le système ACTl-CUPl que in vivo 
(résultats non montrés et chapitre 2, figure 4). Certains terminateurs pourraient être plus 
ou moins sensibles à une perte de fonction de Nrdl ou de Nab3, mais non de Senl 
(Steinmetz et al., 2001; Steinmetz et a l, 2006; Kuehner et Brow, 2008). En effet, il est
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supposé que Senl soit indispensable pour la fonction de terminaison du complexe Nrdl, 
probablement via son activité hélicase, qui est la seule activité avérée du complexe. 
L’allèle thermosensible de Senl utilisé dans les travaux présentés ici porte une mutation 
dans le domaine hélicase et est reconnu pour causer des défauts de terminaison à de 
nombreux loci. Malgré tout, la fonction précise de Senl dans la terminaison reste 
largement inconnue et certaines données laissent croire qu’elle pourrait ne pas être 
identique à tous les terminateurs (Steinmetz et a l, 2006; Finkel et a l, 2010; Creamer et 
a l, 2011; Jamonnak et a l, 2011). De plus, bien que la voie Nrdl soit responsable de 
l’arrêt de transcription de la plupart des gènes SNR transcrits par l’ARN polymérase II, 
la terminaison des plus longs gènes SNR (>1 kpb) n’est pas dépendante de Senl 
(Steinmetz et a l, 2001; Steinmetz et a l, 2006). Le mécanisme à l’œuvre à ces loci est 
indéterminé et pourrait être une variante des voies connues.
Bien que la fonctionnalité du terminateur dans le contexte du système ACT1- 
CUP1 ne fasse pas de doute, il est toujours possible qu’au niveau de l’ARN Tlcl pleine 
taille, la dépendance au complexe Nrdl soit moindre ou qu’il soit requis seulement pour 
la maturation de l’extrémité 3' et non pour la terminaison. Les résultats présentés ici, 
combinés aux données de cross-linking in vivo (Jamonnak et a l, 2011), impliquent 
clairement le complexe Nrdl dans la production de Tlcl, mais ne peuvent écarter cette 
possibilité.
Plusieurs expériences pourraient ajouter des informations susceptibles de 
faciliter la compréhension du mécanisme. Notamment, il serait intéressant de pousser 
l’analyse du mutant ne produisant plus de la forme polyA+ de Tlcl, en combinant avec 
des mutations dans divers facteurs de maturation, exosome, clivage/polyadénylation. 
Ensuite, nous devrions vérifier l’impact de la mutation du site consensus de liaison à 
Nab3 dans le contexte d’un ARN Tlcl de pleine taille. Cette mutation pourrait affecter 
la production de l’ARN, le ratio des formes polyA+ et polyA-, ainsi que la taille des 
télomères. Nous pourrions analyser l’effet de la mutation du site Nab3 en combinaison 
avec des mutants de facteurs de maturation, et ultimement, avec les mutations abolissant 
la forme polyadénylée. Finalement, nous pourrions également observer par ChIP la 
progression de la polymérase le long du gène TLC1 dans différentes conditions.
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Pourquoi une forme polyadénylée de Tlcl ?
En plus du rôle évident dans la production des ARN, la terminaison de la 
transcription est un processus crucial, surtout dans un génome compact comme celui de 
la levure. L’arrêt de la transcription est aussi important pour permettre le recyclage des 
polymérases ainsi que pour éviter l’interférence avec les gènes en aval. La terminaison 
de Tlcl par la voie dépendante de la polyadénylation pourrait seulement avoir la 
responsabilité d’assurer l’arrêt de la transcription ayant progressé au-delà d’un 
terminateur Nrdl faible. Dans ce cas, la forme polyA+ de Tlcl n’aurait pas de fonction 
en soit et ne serait qu’un produit secondaire du processus. Plusieurs évidences suggèrent 
que l’utilisation d’un mécanisme de terminaison de secours n’est pas unique à Tlcl et 
serait un phénomène répandu. La protéine Nrdl et le facteur de clivage/polyadénylation 
Pcfl 1 colocalisent à de nombreux gènes (Kim et a l, 2010). L’insertion du terminateur 
d’un snoARN dans le 3TJTR d’un gène codant pour une protéine dirige la 
polyadénylation de l’ARNm (Steinmetz et al., 2006). Il a été récemment proposé que 
les mêmes motifs puissent être reconnus par les deux machineries, dépendant de la 
distance du début de la transcription (Porrua et a l, 2012). En plus des sites de liaison 
pour Nrdl et Nab3, d’autres motifs AU-riches similaires aux signaux de 
polyadénylation seraient nécessaires à la terminaison par la voie Nrdl.
Un mécanisme de terminaison de secours est observé autant au niveau de gènes 
codant pour des protéines qu’au niveau des gènes de snoARN (Grzechnik et Kufel, 
2008; Rondon et al., 2009). Dans le premier cas, lorsque la voie dépendante de la 
polyadénylation est inopérante (Ratl ou signal de polyadénylation inactivés), la 
polymérase poursuit la transcription jusqu’à ce qu’elle reconnaisse des motifs de liaison 
à Nrdl/Nab3 plus loin en aval. Alternativement, un clivage par l’endoribonucléase Rntl 
peut favoriser la terminaison de ce transcrit allongé en créant un site d’entrée pour Ratl. 
Les ARN ainsi générés seront soit ciblés par le complexe TRAMP et l’exosome pour 
être éliminés, soit convertis en ARNm fonctionnels si un faible signal de 
polyadénylation se trouve à proximité du site de clivage par Rntl (Rondon et a l, 2009). 
Dans le cas des snoARN, un duo de terminateurs peut générer des ARN fonctionnels. 
Lorsque les motifs du terminateur Nrdl principal ne sont pas reconnus, la transcription 
peut arrêter via la voie dépendante de la polyadénylation au moment où la polymérase 
atteint le deuxième terminateur (Grzechnik et Kufel, 2008). La maturation des snoARN 
issus de ces deux modes de terminaison requiert la polyadénylation par Papl et
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TRAMP. Cependant, ce mécanisme de sûreté ne produit pas d’intermédiaire de 
maturation polyadénylé stable en condition normale de croissance.
Les deux voies de terminaison agissent donc de façon concertée et semblent 
avoir évolué ensemble afin d’assurer l’arrêt de la transcription de nombreux gènes. Il 
faut donc rester prudent lors de l’analyse de phénotypes produits par des mutations dans 
les séquences de terminaison ou par l’utilisation d’allèles mutants de facteurs de 
terminaison.
D’un autre côté, la forme polyadénylée de Tlcl pourrait également avoir une 
fonction et ne pas être seulement un vestige de terminaison. Les données ne peuvent 
exclure la possibilité que la forme polyA+ serve de réserve pour la production de Tlcl 
polyA- mature. Étant donné que l’abondance de la télomérase est critique pour 
l’homéostasie des télomères, il pourrait s’agir d’un autre niveau de contrôle permettant 
d’assurer la production d’une quantité adéquate de Tlcl. Dans ce cas, il est attendu que 
l’inhibition de l’une ou l’autre des voies n’affecte pas significativement l’accumulation 
de la forme mature polyA-, ni le maintien des télomères.
La polyadénylation des ARNm est importante non seulement pour la 
terminaison, mais également pour la stabilité, le transport hors du noyau et la traduction. 
Tlcl transite entre le noyau et le cytoplasme, et ce voyage est important pour 
l’assemblage et la fonction de la télomérase (Gallardo et al., 2008). Mais aucune 
information sur la localisation cellulaire de la forme polyadénylée n’est disponible.
Une étude a identifié un motif dans la région 3' de Tlcl qui serait important pour 
la dimérisation de l’ARN et le maintien des télomères (Gipson et al., 2007). Ce domaine 
est situé entre l’extrémité 3' de la forme polyA- et les sites de polyadénylation et est 
donc seulement présent dans la forme polyA+ de Tlcl. Compte tenu que la télomérase 
active serait associée à forme polyA-, ces résultats sont difficiles à expliquer pour le 
moment. De plus, une interférence avec la maturation de la forme polyA- mature 
pourrait expliquer certains de leurs résultats puisque leurs expériences ne distinguent 
pas les deux formes de l’ARN (Gipson et al., 2007).
Finalement, bien qu’aucune fonction ne soit attribuée à la forme polyA + de 
Tlcl, il est intéressant de noter que des formes allongées de l’ARN de la télomérase 
sont aussi observées chez d’autres espèces de Saccharomyces, de même qu’une forme 
polyadénylée peu abondante est détectée chez S. pombe (Dandjinou et al., 2004; 
Leonardi et a l, 2008). De plus, l’arrangement de la région 3' du gène semble être
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conservé chez K. lactis, où l’extrémité de la forme majeure polyA- est située bien en 
amont des sites de polyadénylation (Chapon et al., 1997).
L’inclassable ARN de la télomérase
Plusieurs des caractéristiques de l’ARN Tlcl se retrouvent également chez des 
ARN appartenant à plusieurs classes différentes. Mais la combinaison de ces 
caractéristiques au sein d’un même ARN en plus d’éléments propres à Tlcl, font que cet 
ARN demeure inclassable. La même conclusion peut être tirée lorsqu’on examine les 
ARN des télomérases d’autres organismes. Par exemple, l’ARN de la télomérase des 
ciliés est transcrit par l’ARN polymérase III (Greider et Blackburn, 1989; Lingner et a l, 
1994). Tandis que chez la plante A. thaliana, deux formes de l’ARN sont encodées par 
deux gènes différents (Cifuentes-Rojas et al., 2011). Cette diversité est aussi 
remarquable lorsqu’on examine les mécanismes de formation de l’extrémité 3'.
Les ARN de la télomérase humaine et de levure sont transcrits par l’ARN 
polymérase II, mais les étapes subséquentes de maturation et d’assemblage des RNP 
diffèrent considérablement d’un organisme à l’autre. Tout comme Tlcl, l’ARN de la 
télomérase chez S. pombe (TER1) possède une coiffe TMG, un site Sm important pour 
la stabilité et une forme mineure polyadénylée (Leonardi et a l, 2008; Webb et Zakian, 
2008). Toutefois, le mécanisme de maturation de l’extrémité 3' utilise une réaction 
d’épissage particulière dans laquelle le spliceosome dirige le clivage de l’ARN 
exactement à l’extrémité 3' de TER1 (qui constitue un site d’épissage 5') sans compléter 
la ligation de l’exon (Box et a l, 2008). Ce mécanisme pourrait aussi être présent chez 
des espèces de Candida (Gunisova et a l, 2009).
Ensuite, bien que TERC s’apparente aux snoARN H/ACA, la télomérase 
humaine ne fonctionne sans doute pas comme guide à la pseudouridylation. En effet, les 
séquences du motif H/ACA qui normalement spécifient la cible à modifier ne sont pas 
conservées chez les ARN des télomérases des vertébrés et aucune séquence 
complémentaire d’une cible potentielle n’a été identifiée. Donc, le motif H/ACA 
« emprunté » aux snoARN est plutôt utilisé pour diriger l’assemblage de la RNP en plus 
de fournir un mécanisme de formation de l’extrémité 3' d’un ARN non-polyadénylé.
En somme, pour l’ARN de la télomérase, la fin justifie les moyens.
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L’épidémiologie des télomères : Le cas de la polyarthrite rhumatoïde débutante
L’implication des télomères dans plusieurs processus biologiques essentiels au 
fonctionnement de la cellule, de même que le raffinement des techniques d’analyse des 
télomères, ont ouvert la voie à une variété d’études épidémiologiques tentant d’établir 
des associations entre dysfonction télomérique et tout un éventail de maladies. La 
polyarthrite rhumatoïde n’y fait pas exception. Étant une maladie auto-immune 
caractérisée par une inflammation chronique, elle suggère un épuisement réplicatif des 
cellules du système immunitaire. Dans le même sens, les lymphocytes de patients 
souffrant de PR établie présenteraient des télomères significativement plus courts que 
ceux des cellules d’individus sains (Koetz et al., 2000; Schonland et al., 2003; Steer et 
al., 2007; Colmegna et al., 2008). Mais les quelques études publiées à ce jour utilisaient 
de petits échantillons et aucune étude n’a encore exploré l’érosion des télomères dans la 
polyarthrite débutante de façon longitudinale. De plus, les protocoles de traitement 
optimal nécessitent une meilleure évaluation du pronostic en début de maladie. Cette 
étude tente donc d’évaluer la taille et la vitesse d’érosion des télomères en tant que 
marqueur pronostique dans la prédiction de la sévérité et de la progression de la 
maladie.
L’évaluation de techniques de mesure de taille des télomères
Avant d’amorcer cette étude épidémiologique, trois des techniques les plus 
utilisées pour mesurer la taille des télomères, soit l’analyse des TRF, le STELA et le 
qPCR, ont été évaluées. La mesure des télomères par TRF, bien que reposant sur une 
technique bien établie, est peu sensible et possède une résolution relativement faible. La 
disponibilité de plusieurs microgrammes d’ADN pour chaque patient, à chaque point de 
contrôle, est incertaine. De plus, la capacité à observer de faibles changements de taille 
n’est pas évidente. D’autant plus qu’il n’est pas attendu qu’il y ait de grandes variations 
entre la taille des télomères à l’inclusion et après un maximum de S ans de suivi (Figure 
13) (Aubert et al., 2012). La trainée correspondant aux TRF comprend aussi les régions 
sous-télomériques pouvant être assez variables d’un individu à l’autre, mais également 
d’une extrémité chromosomique à une autre (Figures 17 et 20), ce qui peut compliquer 
l’inteiprétation des résultats. Mais la mesure par TRF demeure tout de même la 
technique de référence dans le domaine et sera donc utilisée pour valider les mesures 
obtenues par d’autres techniques.
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Les techniques utilisant l’amplification par PCR ont potentiellement une 
meilleure sensibilité et une meilleure résolution. Par contre, la nature répétée des 
séquences télomériques et sous-télomériques soulève un autre problème, celui de la 
spécificité. Pour la technique STELA, qui repose sur l’amplification d’un télomère en 
particulier, le défi est d’identifier des séquences uniques dans les régions sous- 
télomériques. Contrairement aux régions sous-télomériques de la plupart des 
chromosomes, les séquences adjacentes aux télomères Xp et Yp sont en grande partie 
uniques dans le génome (Brown et a l, 1990; Mefïord et Trask, 2002). L’utilisation du 
STELA repose cependant sur l’hypothèse que l’étude des changements de taille à un 
seul télomère peut être étendue à l’ensemble des télomères. Pour l’instant, très peu de 
données étayent cette supposition. Pour la technique de mesure par qPCR, la difficulté 
d’amplifier spécifiquement les répétitions télomériques est contournée par l’utilisation 
d’une paire d’amorces particulières qui limite la formation de dimères d’amorces.
Malgré les nombreuses difficultés rencontrées lors de l’optimisation de la 
technique, le STELA a tout de même pu être appliqué à la mesure des télomères de 
cellules HeLa et de leucocytes humains. Dans les deux cas, les tailles obtenues par 
STELA sont similaires à celles obtenues par TRF (Figures 20, 21 et 22). Les différences 
observées peuvent être partiellement expliquées par la présence de séquences sous- 
télomériques dans la mesure par TRF (Figure 17). Les résultats comparés ne provenant 
que d’une seule mesure de TRF et de quelques réactions de STELA, il est également 
possible que les différences soient en partie d’origine technique et proviennent du petit 
nombre de répétitions des expériences. Deux phénomènes peuvent expliquer 
l’hétérogénéité des tailles de télomères observées par STELA, tant à l’intérieur d’une 
même réaction qu’entre 2 réactions séparées. Premièrement, au même titre que la 
variation observée dans une trainée de TRF (Figures 21A et 22), la variation observée 
dans le STELA est causée en partie par la grande variabilité des tailles de télomères 
d’une cellule à une autre. Deuxièmement, la variabilité est aussi causée par un effet de 
dilution, puisqu’il est nécessaire de diluer l ’ADN suffisamment pour amplifier 
seulement un nombre restreint de télomères à chaque réaction.
La technique de mesure STELA est plus précise et plus sensible que la mesure 
par TRF, mais présente cependant quelques inconvénients majeurs. En plus de la 
variabilité inhérente à la technique, les résultats préliminaires obtenus lors de 
l’optimisation du STELA remettent en question sa reproductibilité (Figure 
supplémentaire 1). Il est donc nécessaire de réaliser les expériences à plusieurs reprises
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pour s’assurer de la validité des résultats. La technique STELA permet de distinguer, 
avec un nombre restreint de réactions, des différences importantes dans la taille des 
télomères entre deux patients (Figure 22), mais exige un nombre important de réactions 
pour différentier des tailles de quelques centaines de bases. Étant une technique 
demandant déjà beaucoup de travail, elle ne peut être applicable à un criblage à haut 
rendement. En conséquence, la méthode de mesure de taille des télomères par qPCR est 
plus appropriée à l’étude et a donc été sélectionnée après validation (Figure 25). 
Cependant, le STELA pourra tout de même être utile éventuellement pour analyser des 
sous-groupes de patients ayant des caractéristiques particulières. Il s’agit effectivement 
de la seule technique permettant de voir la proportion de très courts télomères dans un 
échantillon d’ADN génomique. Ce qui peut être d’une importance capitale puisqu’il est 
proposé que ce soient ces plus courts télomères qui déclenchent la sénescence ou 
l’instabilité génomique (Hemann et a l, 2001; Abdallah et a l, 2009).
L’étude préliminaire : une érosion précoce et accélérée des télomères de patients 
atteints de PR débutante ?
Une analyse préliminaire des télomères d’un sous-groupe de la cohorte a été 
réalisée par qPCR. À l’inclusion, la moyenne des tailles des télomères pour ce groupe 
de 56 patients, dont l’âge moyen est de 49 ans, est de 7,6 kpb, avec des extrêmes à 10,9 
et 5,1 kpb (Tableau 2), ce qui, au premier regard, peut être comparable à ce qui est 
observé dans une population saine (Figure 13) (Aubert et a l, 2012). Toutefois, pour 
formellement déterminer si cette distribution est différente de la population normale, il 
sera nécessaire de comparer avec un groupe contrôle d’individus sains analysé dans les 
mêmes conditions que la cohorte. L’observation transversale de la taille des télomères 
en fonction de l’âge semble montrer un déclin moins prononcé dans le groupe de 56 
patients que dans une population saine (Figures 13 et 27). La possibilité que cette faible 
pente illustre une érosion prématurée des télomères chez les jeunes patients devra de la 
même façon être appuyée par une comparaison avec un groupe contrôle. De toute façon, 
56 patients est un échantillon relativement faible statistiquement.
La corrélation observée entre le raccourcissement des télomères et la taille 
initiale des télomères (Figure 28A), également rapportée dans quelques études récentes, 
confirme que les individus exhibant les plus longs télomères subissent une plus grande 
perte de séquences télomériques. Ces observations corroborent l’existence d’un
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mécanisme de régulation de la taille des télomères favorisant le maintien des télomères 
les plus courts (Hemann et a l, 2001; Teixeira et a l, 2004). D’un autre côté, les longs 
télomères sont vraisemblablement plus susceptibles que les courts télomères à subir des 
dommages, causés par exemple par le stress oxydatif, pouvant mener ainsi à une érosion 
accrue des longs télomères (von Zglinicki, 2000; Wang et a l, 2010). Néanmoins, étant 
donné cette corrélation, il sera peut-être nécessaire de tenir compte de la taille initiale 
lors d’une analyse plus détaillée du taux d’érosion des télomères.
Pour ce qui est du suivi longitudinal de la taille des télomères des 56 patients, on 
calcule une perte annuelle moyenne de 288 pb, ce qui est dramatiquement plus élevé 
que l’érosion d’environ 40 pb/an estimée pour des sujets sains par les études 
transversales. À nouveau, cette observation devra être confirmée par une comparaison 
avec un groupe contrôle composé d’individus sains suivi longitudinalement et analysé 
dans les mêmes conditions que la cohorte de patients.
Le fait qu’aucune corrélation n’est observée entre la longueur ou la vitesse 
d’érosion des télomères et la sévérité et durée de la maladie (et plusieurs variables 
cliniques associées à la PR) n’est pas étonnant. Encore une fois, la taille de l’échantillon 
utilisé ne permet probablement que la détection de corrélations fortes. Pour établir des 
corrélations plus subtiles, il sera éventuellement nécessaire d’analyser les résultats d’un 
échantillon plus important en divisant en sous-groupes en fonction de l’âge, du sexe, de 
l’allèle HLA, de la présence d’autoanticorps, du traitement, etc. Quelques études 
explorant ces associations dans des groupes de patient atteints de PR établie n’ont 
d’ailleurs rapporté aucune corrélation significative avec la taille des télomères (Steer et 
al, 2007; Colmegna et a l, 2008), excepté peut-être une faible corrélation pour le FR 
(Koetz et a l, 2000) et pour certains génotypes HLA (Schonland et a l, 2003; Steer et 
al, 2007). Mais aucune étude n’a encore exploré de façon longitudinale l’érosion des 
télomères en début de maladie.
L’allongement des télomères dans les études longitudinales
L’observation la plus étonnante est que 13% des patients présentent des 
télomères plus longs à la troisième visite qu’à la première visite. L’interprétation de ce 
résultat nécessite une mise en contexte. Le raccourcissement des télomères dans le 
temps est décrit depuis longtemps irt vitro dans des fibroblastes en culture (Harley et a l, 
1990) et irt vivo dans des études épidémiologiques (Hastie et a l, 1990; Iwama et a l,
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1998). L’affirmation généralement acceptée que les télomères raccourcissent avec l’âge 
est donc basée principalement sur des études transversales de population. Ces études 
sont maintenant nombreuses, mais fournissent seulement un estimé indirect de l’érosion 
des télomères avec l’âge. Il n’est toutefois pas clair jusqu’à quel point ces données de 
population peuvent être transférées au niveau individuel. Jusqu’à tout récemment, très 
peu d’études mesurant le raccourcissement des télomères directement chez un individu 
ont été publiées. L’obstacle principal de telles études est évidemment de maintenir le 
suivi des patients après plusieurs mois ou années. À l’époque ou notre étude a été 
amorcée, les deux seules études longitudinales publiées étudiant la variation de taille 
des télomères chez l’homme examinaient l’association entre l’érosion des télomères et 
la résistance à l’insuline (Gardner et a l, 2005), ou la mortalité chez les individus très 
vieux (Martin-Ruiz et a l, 2005). Par la même occasion, ils avaient aussi remarqué une 
augmentation de la taille des télomères chez 10-20% des sujets au cours d’un intervalle 
de 4-13 ans. Mais ensuite, à partir de 2009, plusieurs études variées ont également 
rapporté une augmentation de la taille des télomères sur des périodes de suivi de 6 mois 
(Svenson et al., 2011), 2,5 ans (Epel et al., 2009), 5 ans (Farzaneh-Far et a l, 2010; 
Shalev et a l, 2012), 6 ans (Aviv et a l, 2009) et 10 ans (Ehrlenbach et a l, 2009; 
Nordfjall et al., *2009). Globalement, la proportion des individus montrant un 
allongement des télomères dans ces études variait de 10% à 50%, avec une légère 
tendance pour une plus faible proportion dans les intervalles plus longs.
Il existe présentement un débat dans le domaine de l’épidémiologie des 
télomères quant à la signification de cette augmentation. D’une part elle pourrait 
correspondre à une variation biologique réelle, c'est-à-dire à une augmentation de la 
taille moyenne des télomères en réponse à des conditions environnementales, à une 
réponse immunitaire suite à une infection, etc. Dans ce cas, il pourrait s’agir d’un ajout 
direct de séquences télomériques due à l’action de la télomérase, ou d’un effet indirect, 
comme une perte des cellules ayant les plus courts télomères, ou un changement dans 
les proportions des différentes cellules sanguines. Ainsi, l’hypothèse de l’oscillation 
propose que la taille des télomères des cellules du sang est très dynamique et fluctue 
dans le temps, passant par des périodes de raccourcissement et des périodes 
d’élongation (Svenson et a l, 2011) (Figure 32). Mais finalement, un raccourcissement 
net à l’échelle de la vie de l’individu est tout de même observé.
D’autre part, l’élongation des télomères observée pourrait être simplement 











Figure 32. Hypothèse de l’oscillation. Illustration hypothétique de la variation de la 
taille des télomères dans le temps au niveau individuel (trait plein) et au niveau de la 
population (trait pointillé). Modifié de (Svenson et al., 2011).
raccourcissent invariablement en fonction de l’âge et que les observations 
d’allongement des télomères dans le temps sont dues à l’imprécision de la technique 
(Chen et al., 2011). Par exemple, supposons une erreur de mesure de 5% sur un 
télomère de 8 kpb, ce qui donne une erreur de 400 pb. En estimant le taux d’érosion à 
environ 40 pb/ans (selon les études transversales), l’erreur de mesure de cette taille de 
télomère correspond alors à 10 ans d’érosion.
Donc, dans une situation d’analyse d’un intervalle de temps assez long, d’une 
cohorte assez grande, et avec une erreur de mesure assez basse, aucune élongation 
significative des télomères ne devrait être observée.
En conclusion, les télomères d’un sous-groupe de 56 patients de la cohorte 
atteints de PR débutante ont été mesurés par qPCR. Bien que des observations 
intéressantes puissent être tirées de cette étude préliminaire, l’analyse d’un groupe 
contrôle de sujets sains devra être effectuée avant de tirer des conclusions et d’amorcer 
l’analyse de la cohorte entière. De plus, la nécessité d’établir le pronostic tôt en début de 
maladie afin de bien orienter le traitement des patients nous oblige à restreindre notre 
analyse des télomères à un intervalle de temps assez court. Puisque la taille de la
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cohorte est déjà relativement grande (600+), la confiance dans les résultats pourrait 
quand même être accrue en améliorant la précision de la mesure. Les observations tirées 
de toutes ces nouvelles études longitudinales soulignent encore la complexité de la 
biologie des télomères et bien que certaines questions restent en suspens, la présente 
étude est toujours pertinente (Costenbader et a l, 2011).
CONCLUSIONS
Les travaux exposés dans cette thèse explorent trois facettes de la biologie des 
télomères. Le maintien de l’intégrité des extrémités des chromosomes dépend d’un 
grand nombre de facteurs et les résultats présentés dans le premier chapitre y ajoutent 
les complexes formés des protéines SMC. Ces complexes essentiels et conservés, 
auparavant impliqués dans la transmission des chromosomes lors des divisions 
cellulaires, sont importants pour la survie cellulaire pendant la sénescence en absence de 
télomérase. Les résultats obtenus pour SmcS/6 sont consistants avec un modèle dans 
lequel la fonction du complexe est nécessaire pour la réplication complète et la 
réparation adéquate des chromosomes. Cette fonction est d’une importance particulière 
pour la séparation des régions télomériques puisqu’en absence du complexe, de 
fréquentes cassures d’ADN au niveau des télomères sont observées.
Ensuite, l’homéostasie des télomères est directement dépendante de l ’abondance 
de la télomérase et de la biogenèse de la ribonucléoprotéine. Les mécanismes de 
terminaison de transcription et de maturation de la composante ARN de la télomérase 
sont toutefois peu connus. Les résultats montrés dans la deuxième section de la thèse 
impliquent la voie de terminaison de transcription dépendante du complexe Nrdl/Nab3 
dans la formation de Tlcl. La production de l’ARN mature ne requiert pas la forme 
mineure polyadénylée comme précurseur et aucune autre fonction n’est attribuée au 
Tlcl polyA+. Il est probable que la voie de terminaison dépendante de la 
polyadénylation constitue un dispositif de sûreté pour l’arrêt de la polymérase, mais il 
est aussi possible qu’il existe un mécanisme contrôlant le choix de la voie de 
terminaison et le processing vers la forme mature de Tlcl.
Les deux premières études présentées dans cette thèse utilisent la levure S. 
cerevisiae comme organisme modèle. Chez l’humain, des défauts dans le maintien des 
télomères sont clairement impliqués dans certaines maladies, comme la dyskératose 
congénitale, mais sont de plus en plus associés également à une variété de maux. Ainsi, 
le troisième chapitre présenté ici constitue une étude épidémiologique préliminaire 
analysant la longueur des télomères chez des patients atteints de polyarthrite rhumatoïde 
débutante. Selon des résultats antérieurs, la taille des télomères pourrait potentiellement 
être considérée comme marqueur pronostique aidant l’élaboration d’un traitement pour 
contrer cette maladie auto-immune destructrice. Les données de mesure par qPCR sont
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incomplètes, mais semblent tout de même indiquer un défaut dans le maintien des 
télomères chez ces patients. Les observations illustrent également les limites de ce 
nouveau domaine de l’épidémiologie des télomères. Les limites techniques associées 
aux mesures des télomères devront être prises en compte dans les études longitudinales 
à venir. De plus, pour des raisons pratiques, les études épidémiologiques utilisent les 
cellules du sang, et bien que les résultats puissent être relativement facile à interpréter 
pour des maladies hématologiques ou du système immunitaire, il n’est pas évident qu’il 
en soit de même pour des maladies comme 1’Alzheimer, les maladies mentales ou pour 
certains cancers.
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ANNEXES
ANNEXE 1 : Matériel supplémentaire associé au chapitre 3
Sexe
Age
Durée des symptômes 
Fumeur
Indice de masse coiporelle
DAS28 (indice d'activité de la maladie)
Sharp (indice radiographique d'érosion articulaire)
HAQ (questionnaire mesurant invalidité, douleur, etc)
Statut allélique du locus HLA 
Raideur matinale dans les articulations 
Sévérité
Vitesse de sédimentation globulaire (indice d’inflammation) 




Répond aux critères de classification de l'ACR -1987 
Répond aux critères de classification de l'ACR - 2010
Tableau supplémentaire 1. Principales caractéristiques évaluées par les 
rhumatologues chez les patients de la cohorte.
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Nom Séquence 5'-3' Référence
(C3TA2)3 CCCTAACCCTAACCCTAA
Telorette 1 TGCTCCGTGCATCTGGCATCCCCTAAC (Bairdé ta l, 2003)
Telorette 2 TGCTCCGTGCATCTGGCATCTAACCCT (Baird et al., 2003)
Telorette 3 TGCTCCGTGCATCTGGCATCCCTAACC (Baird et al., 2003)
Telorette 4 TGCTCCGTGCATCTGGCATCCTAACCC (Baird et a l, 2003)
Telorette 5 TGCTCCGTGCATCTGGCATCAACCCTA (Baird et a l, 2003)
Telorette 6 TGCTCCGTGCATCTGGCATCACCCTAA (Baird etal., 2003)
Teltail TGCTCCGTGCATCTGGCATC (Baird et al., 2003)
XpYpE2 TTGTCTCAGGGTCCTAGTG (Baird et al., 2003)
XpYpE2-l TTGTCTCAGGGTCCTAGTGTG Cette étude
XpYpE2-2 TTGTCTCAGGGTCCTAGTGTGTG Cette étude
XpYpB2 TCTGAAAGTGGACC(A/T)ATCAG (Baird et a l, 2003)
XpYpB2-l TCTGAAAGTGGACC(A/T)ATCAGCAG Cette étude
Tableau supplémentaire 2. Amorces utilisées pour le STELA.
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Type d’ADN
Du sang de patients
De cellules HeLa
Méthode d’extraction
Wizard Genomic Purif. Kit








Quantité d’ADN 1 0 - 100 ng
Concentration de Telorette 0 ,1-7 p M
Telorette
Telorette 3





Unités de ligase 0,5 -  3 U
Volume de réaction 1 0 -4 0  pi
Température de ligation 25 -  37°C
Quantité d’ADN 0 ,1 -5  ng
Taq maison (C. Desrosiers)
Type Pfu maison (C. Desrosiers)
Polymérase Expand High Fidelity
Unités 0 ,5 -2  U






PCR Température d’appariement 56 -  66°C
Température d’élongation 68 -  72°C
Nombre de cycles 25 -3 5
Concentration de MgCl2 1 ,5-3 ,5  mM
Concentration de dNTPs 0 ,2 -1 ,2  mM








PCR avec XpYpE2 + XpYpB2
(C3TA2)3




















4#  Moyenne -  4,2 kpb





5 -  
4  -
2 -  » 
1 .6 - 4
patient# 162
H M




'  x 
XpYpB2
Figure supplémentaire 1. Exemples de résultats de STELA pour le patient # 162.
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ANNEXE 2 : The Smc5/6 complex and the difficulties cutting the ties of twin 
sisters.
Noel, J.F. and Wellinger, R.J. (2011). The Smc5/6 complex and the difficulties cutting 
the ties of twin sisters. Aging (Albany NY) 3(3): 186-8.
The fundamental process of chromosome segregation requires chromatin 
compaction and establishment of physical connections between sister chromatids. At the 
heart of these chromosome reorganizations reside three complexes formed by Structural 
Maintenance of Chromosome (SMC) proteins. Condensin (Smc2/4) is in charge of 
chromosome compaction [1] while cohesin (Smcl/3) holds together sister chromatids 
after replication [2]. Together with the third complex, Smc5/6, these are associated with 
DNA repair. However, linkages between chromatids are not only mediated by cohesin. 
For example, intertwinings between sister chromatids are produced by the DNA 
replication process itself. Furthermore, since replication forks connect sister chromatids, 
incomplete DNA replication would impair chromosome segregation. Finally, the 
process of DNA repair by homologous recombination (HR) generates intermediates 
linking chromatids. Failure to remove these linkages in a timely fashion at mitosis can 
induce massive genome instability and chromosome rearrangements which are 
hallmarks of cancer cells [3].
Although the link between Smc5/6 and DNA repair was known for some time, 
details of Smc5/6 functions are just beginning to be uncovered. For example, Smc5/6 
promotes DNA double-strand break repair by sister-chromatid HR [4]. A number of 
studies also associate Smc5/6 with repair of stalled/collapsed replication forks since 
replication through damaged templates caused an accumulation of X-shaped DNA 
structures in smc5/6 mutants [5, 6, 7]. It was initially thought that Smc5/6 had a non- 
essential function in DNA repair and an essential function in chromosome segregation 
since affecting Smc5/6 hinders segregation of repetitive chromosomal regions like the 
rDNA locus and telomeres [8].
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However, the distinction between functions in DNA repair versus chromosome 
segregation of SmcS/6 is unclear. It was proposed that Smc5/6 resolves particular HR 
intermediates generated in an attempt to repair stalled or defective replication forks [S, 
6, 9]. Failure to resolve these chromatid-linking structures would lead to chromosome 
breakage at cell division. Accordingly, inactivation of Smc5/6 results in DNA damage 
checkpoint activation only in the following cell cycle [6, 8], which is consistent with 
damages occurring during mitosis. At least three points are left unexplained in this 
model. First, to allow the cell to go on with mitosis, these DNA linkages must be 
structures not recognized by any pre-mitotic checkpoints. Alternatively, these structures 
would only be undetectable when arising at specific genomic locations. What those 
specific structures are, however, remains nebulous. Second, HR abolition only partially 
rescues smcS/6 mutant phenotypes, suggesting a poorly understood HR-independent 
function. Third, the model does not explain the function of the complex in unchallenged 
cells. Part of the answers to these nagging questions could come from the proposition 
that failure to disjoin rDNA in smcS/6 mutants is caused by cell division in presence of 
normal ongoing replication forks at the rDNA locus [10]. However, Smc5/6 functions 
are not limited to the rDNA array and it was proposed that the complex also functions in 
timely replication and resolution of telomeres [8,11].
The implication of SmcS/6 in telomere separation is intriguing as Smc5/6 
appears to have intricate connections to telomere biology. For example, Smc5/6 is 
enriched at budding yeast telomeres [8] and mutants show slight defects in telomere 
maintenance [12], Moreover, Smc5/6 functions in the ALT (Alternative Lengthening of 
Telomeres) telomere maintenance pathway, an HR-dependent telomerase-independent 
pathway active in 10-15% of cancers [13]. Smc5/6 depletion in ALT cells inhibits 
telomere recombination, causing telomere shortening and cell senescence [14]. Finally, 
Smc5/6 appears to counteract accumulation of HR structures at telomeres in senescing 
telomerase negative yeast cells [5]. Telomeres are particularly susceptible to defects in 
replication fork progression. Their heterochromatic nature and the interference of DNA- 
protein complexes and higher-order DNA secondary structures can induce frequent 
replication pausing. Furthermore, a fork stalled in telomeric repeats cannot be rescued 
by a converging fork since telomeres are replicated in a unidirectional way. At least in 
budding yeast, telomeres are amongst the last areas in the genome to be replicated,
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increasing the possibility of escaping checkpoint control and enter mitosis with 
unreplicated DNA.
In yeast smc5/6 mutants, sister telomeres still connected at mitosis by a 
combination of ongoing replication forks and unresolved HR intermediates could break 
upon cell division. However, such occasional breakage occurring inside telomeric 
repeats can still be repaired by telomerase elongation in the following cell cycle. In 
telomerase negative yeast cells, breaks in terminal repeat DNA will cause abrupt loss of 
telomeric DNA and this shortening will eventually result in cell division arrest after 
fewer generations than normally observed [5, 11]. This cell division arrest occurs even 
more rapidly in HR-defective cells, consistent with an HR-independent contribution to 
telomere stability by Smc5/6 [11]. Accordingly, a recent study implicates Smc5/6 in the 
resolution of replication-induced topological stress in undamaged yeast cells [IS]. 
Finally, and as predicted by these ideas, sequenced telomeres from telomerase-positive 
smc5/6 mutant yeast cells revealed a higher proportion of divergent distal telomeric 
repeat sequences, suggesting a higher frequency of telomere breakage events [11]. A 
recent analysis of smcS/6 mutants also revealed enhanced frequency of chromosome 
breakage during an otherwise unperturbed mitotic cell division [16].
In conclusion, at least at telomeres, Smc5/6 participates in efficient replication 
and repair to avoid stochastic sequence losses during cell division. In order to do so, the 
complex is involved in an HR-dependent repair pathway as well as an HR-independent 
pathway, possibly implicating resolution of topological intertwinings. However, there is 
potential for even more implications for SmcS/6 in manipulating chromosome 
architecture: the Mms21 SUMO-ligase subunit of the Smc5/6 complex was recently 
shown to be involved in sumoylation of all three SMC complexes [12,17]. Therefore, 
this third complex, although a late starter in terms of discovered details of its functions, 




1. Hudson DF, Marshall KM, Eamshaw WC. Condensin: Architect of mitotic 
chromosomes. Chromosome Res. 2009; 17: 131-144.
2. Nasmyth K, Haering CH. Cohesin: its roles and mechanisms. Annu Rev Genet. 2009; 
43: 525-558.
3. Strunnikov AV. One-hit wonders of genomic instability. Cell Div. 2010; 5: 15.
4. De Piccoli G, et al. Smc5-Smc6 mediate DNA double-strand-break repair by 
promoting sister-chromatid recombination. Nat Cell Biol. 2006; 8: 1032-1034.
5. Chavez A, George V, Agrawal V, Johnson FB. Sumoylation and the structural 
maintenance of chromosomes (Smc) 5/6 complex slow senescence through 
recombination intermediate resolution. J Biol Chem. 2010; 285:11922-11930.
6. Bermudez-Lopez M, Ceschia A, de Piccoli G, Colomina N, Pasero P, Aragon L, 
Torres-Rosell J. The Smc5/6 complex is required for dissolution of DNA-mediated 
sister chromatid linkages. Nucleic Acids Res. 2010; 38: 6502-6512.
7. Branzei D, Sollier J, Liberi G, Zhao X, Mæda D, Seki M, Enomoto T, Ohta K,
Foiani M. Ubc9- and mms21-mediated sumoylation counteracts recombinogenic events 
at damaged replication forks. Cell. 2006; 127: 509-522.
8. Torres-Rosell J, Machin F, Farmer S, Jarmuz A, Eydmann T, Dalgaard JZ, Aragon L. 
SMC5 and SMC6 genes are required for the segregation of repetitive chromosome 
regions. Nat Cell Biol. 2005; 7: 412-419.
9. Chavez A, Agrawal V, Johnson FB. Homologous Recombination-dependent Rescue 
of Deficiency in the Structural Maintenance of Chromosomes (Smc) 5/6 Complex. J 
Biol Chem. 2010; 286: 5119-5125.
10. Torres-Rosell J, De Piccoli G, Cordon-Preciado V, Farmer S, Jarmuz A, Machin F, 
Pasero P, Lisby M, Haber JE, Aragon L. Anaphase onset before complete DNA 
replication with intact checkpoint responses. Science. 2007; 315:1411-1415.
11. Noel JF, Wellinger RJ. Abrupt telomere losses and reduced end-resection can 
explain accelerated senescence of Smc5/6 mutants lacking telomerase. DNA Repair 
(Amst). 2011; 10: 271-282.
12. Zhao X, Blobel G. A SUMO ligase is part of a nuclear multiprotein complex that 
affects DNA repair and chromosomal organization. Proc Natl Acad Sci US A.  2005; 
102: 4777-4782.
13. Cesare AJ, Reddel RR. Alternative lengthening of telomeres: models, mechanisms 
and implications. Nat Rev Genet. 2010; 11: 319-330.
14. Potts PR, Yu H. The SMC5/6 complex maintains telomere length in ALT cancer 
cells through SUMOylation of telomere-binding proteins. Nat Struct Mol Biol. 2007;
14: 581-590.
15. Kegel A. Chromosome length influences replication-induced topological stress. 
Nature. 2011; PMID: 21368764.
16. Rai R, Varma SP, Shinde N, Ghosh S, Kumaran SP, Skariah G, Laloraya S. SUMO- 
Ligase activity of Mms21 is required for maintenance of chromosome integrity during 
the unperturbed mitotic cell division cycle in Saccharomyces cerevisiae. J Biol Chem. 
2011; PMID: 21324902.
17. Takahashi Y, Dulev S, Liu X, Hiller NJ, Zhao X, Strunnikov A. Cooperation of 
sumoylated chromosomal proteins in rDNA maintenance. PLoS Genet. 2008; 4: 
el000215.
249
ANNEXE 3 : Exposing secrets of telomere-telomerase encounters.
Noel, J.F. and Wellinger, R.J. (2012). Exposing secrets of telomere-telomerase 
encounters. Cell 150(3): 453-4.
Texte publié en preview à l’article :
Zhong, F.L., Batista, L.F., Freund, A., Pech, M.F., Venteicher, A.S. and Artandi, S.E. 
(2012). TPP1 OB-Fold Domain Controls Telomere Maintenance by Recruiting 
Telomerase to Chromosome Ends. Cell 150(3): 481-94.
ABSTRACT
In order for telomeres to remain functional and stable, they must rendezvous with the 
enzyme telomerase in a productive manner. In human cells, this interaction is mediated 
by Cajal bodies as matchmaker, and now Zhong et al. reveal molecular determinants 
that establish good chemistry between the two partners.
MAIN TEXT
The stability of telomeres, the ends of eukaryotic chromosomes, depends on the 
presence of an adequate amount of telomeric repeat DNA. These repeats are iterations 
of relatively short motifs—in vertebrates (TTAGGG)n—that in some cases constitute 
kilobases of double-stranded DNA (dsDNA). At the very end, the 3' end strand is 
somewhat longer than the 5' end, creating a single-stranded (ss) overhang (Londono- 
Vallejo and Wellinger, 2012; Figure 1). Both the double- and single-stranded portions 
of telomeric repeat DNA and, at least in vertebrate cells, a particular set of six proteins 
dubbed the shelterin complex are required for orchestrating the setup of a specialized 
chromosome terminal domain (de Lange, 2005). The shelterin proteins are required for 
all functions ascribed to telomeres, including chromosome capping, which prevents 
telomeres from being recognized as dsDNA breaks. In addition, the intricacies of DNA 
replication demand a specialized mechanism for maintaining DNA ends in order to 








In Cajal body? TPP1-TERT intaractlon changa?
Outaida Cajal body?
Figure 1. Molecular Determinants of Telomerase-Telomere Interaction. The six- 
member shelterin complex assembles into a specific telomeric chromatin complex via 
associations with single- and double-stranded DNA (top left). The telomerase 
ribonucleoprotein accumulates in Cajal bodies in a manner dependent on TCAB1 and 
presumably is primed for an interaction with telomeres. Highlighted in red are the OB- 
fold domain on the shelterin component TPP1 and the N- and C-terminal TEN and CTE 
domains of the telomerase catalytic component TERT. Telomerase recruitment requires 
the interaction between the highlighted domains (middle) in order to establish a 
productive elongation cycle (bottom). Unanswered questions regarding the elongation 
phase include: does the elongation occur inside or outside of the Cajal body, and does 
the TPP1/TERT interaction change during DNA synthesis?
solved by telomerase, a ribonucleoprotein (RNP) complex that elongates the 3' 
overhang by a reverse-transcriptase-like mechanism (Greider and Blackburn, 1987). 
However, it remains enigmatic how telomerase finds telomeres within the vast nucleus, 
and it remains uncertain which of the shelterin proteins regulate the setup of a
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productive elongation cycle. In this issue, Artandi and colleagues identify a specific 
interaction interface between the shelterin component TPP1 and the catalytic 
component of telomerase, TERT (Zhong et al., 2012). In cultured human cells, this 
interaction is required for telomerase recruitment to telomeres, and in individuals with 
mutations in TERT that affect this interaction, severe pathologies arise. These new 
findings underscore the importance of properly regulated access of telomerase to 
telomeres and also define its first molecular details.
Telomerase is an RNP with an RNA moiety, called TR or TERC for telomerase RNA 
component. This RNA not only serves as a scaffold for various proteins but also 
contains a short sequence element that serves as a template during the DNA synthesis 
reaction that is carried out by telomere reverse transcriptase (TERT). These two 
subunits are sufficient for telomeric repeat synthesis in vitro, but not in vivo. 
Holoenzyme maturation and trafficking require many other steps (see Londono-Vallejo 
and Wellinger, 2012 for review). Importantly, near the 3' end of TR, a substructure 
typical for H/ACA RNAs is formed. Binding of the dyskerin complex—as well as a 
protein called WDR79 or TCAB1—there is critical for the normal accumulation of TR 
and the localization of telomerase in Cajal bodies (Londono-Vallejo and Wellinger, 
2012). However, how this presumably mature telomerase that is stockpiled in Cajal 
bodies finds its substrate, the telomeres, is a key unanswered question. In fact, Cajal 
bodies do colocalize with telomeres to a certain extent, and this colocalization appears 
to be dependent on both Cajal body constituents and TCAB1 (Stem et al., 2012); yet it 
remains unclear which factors are directly involved in the telomere-telomerase 
interaction in vivo. Pull-down experiments, as well as studies in which telomerase is 
reconstituted in vitro, previously hinted at the possibility that the shelterin component 
TPP1 mediates, directly or indirectly, an association with TERT (Xin et al., 2007; Zaug 
et al., 2010). Furthermore, experiments targeting TPP1 with small interfering RNA and 
earlier efforts using fusion proteins have also been consistent with a role for a 
TPP1/TERT interaction in telomerase recruitment (Abreu et al., 2010; Armbruster et al., 
2004). These in vivo approaches, however, are hampered by the fact that any 
interference experiments targeting individual shelterin components potentially disrupt 
telomere function in general. In addition, the low abundance of endogenous telomerase 
means that it is not easily amenable to quantitative localization studies.
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In order to bypass these issues, the Artandi group has devised a scheme for targeting 
TPP1 to lacO arrays via lacI-TPPl fusion constructs. These experiments reveal that 
constructs that include all of TPP1, as well as those with only an OB-fold peptide 
domain of TPP1, indeed recruit TERT to an ectopic, nontelomeric site (Zhong et al., 
2012). Further, specific point mutations in this TPP1 OB-fold domain lost this 
interaction. Expressing TPP1 constructs without targeting peptides leads to a loss of the 
interaction of TERT with telomeres, and telomeric DNA is no longer elongated. This is 
as if  the OB-fold domain of TPP1 acts in a trans dominant-negative fashion. Again, this 
dominant-negative activity is lost if the expressed OB-fold bears specific mutations. 
Therefore, the OB-fold domain of TPP1 is necessary and sufficient for a direct and 
functional interaction with TERT and, hence, telomerase that is localized in Cajal 
bodies. On the TERT side, certain N- and C-terminal areas had been defined as domains 
that, when mutated, cause a loss-of-telomerase activity on telomeres in vivo yet retain 
the reverse transcriptase activity in vitro. These DAT (dissociate the activities of 
telomerase) domains are thus proposed to be recruitment domains (Armbruster et al., 
2004). In addition, certain patients with idiopathic pulmonary fibrosis harbor mutations 
in the vicinity of these DAT domains in the TERT gene. Inspired by these ideas, Zhong 
et al. (2012) found that TERT proteins harboring such mutations indeed have a 
significantly decreased capacity to interact with telomeres, and they also lose the ability 
to interact with the OB-fold domain of TPP1. Therefore, a loss of the telomerase- 
recruiting TERT/TPP1 interaction can lead to a severe impairment of telomere 
maintenance and can cause disease in individuals, even if the reverse transcriptase 
activity of telomerase is largely retained in vitro.
However, what is the role of Cajal bodies in all of this? Why does telomerase require 
this matchmaker for its travels throughout the nucleus? Could it be to find appropriate 
telomeres willing to engage in a relationship? There are slightly discordant results on 
the possibility of Cajal-body-independent recruitment in cases of very high telomerase 
levels (Stem et al., 2012; Zhong et al., 2012). Nevertheless, Cajal bodies could serve as 
concentrators of telomerase such that a telomere-telomerase encounter would enlist a 
number of telomerase RNPs, as has recently been observed in budding yeast (Gallardo 
et al., 2011). Also, after telomerase recruitment, does the elongation phase occur inside 
or outside of the Cajal body, and does the TPP1/TERT interaction change during DNA 
synthesis, given independent evidence that such interactions are important for repeat
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addition processivity (Figure 1; Zaug et al., 2010)? Clearly, we are now in a position to 
uncover many more intimate details of the telomere-telomerase interplay, and perhaps 
those insights may spur new therapeutic approaches.
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